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PrEST : Protein Epitop Signature Tags 
PSAQTM : Protein Standard Absolute Quantification 
QconCAT : Quantification conCATamer 
qRT-PCR : quantitative Reverse Transcription - Polymerase Chain reaction 
RT-PCR : Reverse Transcription - Polymerase Chain reaction 
scSRM : scheduled Selected Reaction Monitoring 
scPRM : Parallel Reaction Monitoring 
SID : Stable Isotope Dilution 
SILAC :  Stable Isotope Labeling by Amino acids in Cell culture 
SIM : Single Ion Monitoring 
SRM : Selected Reaction Monitoring 
UPLC : Ultra Performance Liquid Chromatography 
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Avant-propos 
 
Contexte du projet : enjeu sociétal et industriel  
 
Contexte sociétal et économique 
 
Tandis que notre société, de plus en plus énergivore et polluante, continue de 
produire et consommer à plein régime, l’approvisionnement des ressources fossiles, 
pétrole, gaz et charbon, se dresse comme un véritable défi. Aujourd’hui,  
l’approvisionnement énergétique mondial repose à 80 % sur ces ressources  fossiles 
(Rapport des Nations Unies Global Environment : http://www.unep.org/geo/geo4 
/report/GEO-4_Report_Full_FR.pdf). Concernant le pétrole, les réserves sont 
estimées pouvoir assurer la consommation mondiale entre 50 et 100 ans, en fonction 
des gisements avérés et que l’on estime pouvoir récupérer. D’un point de vue 
économique, le pic pétrolier mondial, c’est à dire le moment où le coût d’extraction 
s’élèvera tandis que la production commencera à diminuer, devrait se situer aux 
alentours de 2030 selon les scientifiques. Les réserves de charbon, gaz et uranium 
sont quant à elles estimées pouvoir assurer notre consommation pour 
respectivement 200, 70 et 50 ans (http://www.cea.fr/jeunes/themes/l-energie/la-
production-d-energie/energie-et-environnement).  
En conséquence aux consommations importantes de ressources carbonées, 
les émissions de CO2 ne cessent d’augmenter. Entre 1990 et 2010, ces émissions, 
ont subi une hausse de 40 %, pour atteindre 32 milliards de tonnes annuelles, au 
niveau mondial (http://www.planetoscope.com). Les impératifs écologiques sont en 
conséquence de plus en plus urgents, tant au niveau sanitaire que climatique. Une 
politique européenne a été mise en place  avec l’objectif « 3 x 20 » à l'horizon 2020. 
Cette dernière impose les objectifs suivants : réduction de 20 % des émissions de 
gaz à effet de serre, baisse de 20 % de la consommation d’énergie, et proportion de 
20 % des énergies renouvelables dans la consommation d’énergie. Par exemple, 
lors du Grenelle de l’environnement, la France s’est engagée à réduire de 21.8 % 
ses émissions de CO2 par rapport à celles de 1990. (http://www.developpement-
durable.gouv.fr/IMG/pdf/Repclimat.pdf).  
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L’enjeu est donc double : être capable de produire propre et de manière 
pérenne. En d’autres termes, s’affranchir des ressources fossiles polluantes et 
limitantes, au bénéfice des énergies renouvelables propres. La notion d’énergie 
renouvelable, apparue historiquement avec les énergies hydro-électriques, 
représente un véritable défi technologique et un enjeu de société. Ces dernières 
décennies, de nombreux axes ont été explorés, avec l’apparition des biocarburants, 
des énergies éoliennes, marines, et celles issues de la biomasse, sans pour autant 
voir émerger de réelles certitudes sur les énergies du futur.  
Si l’épuisement des ressources fossiles affecte les productions énergétiques, 
l’industrie chimique est également dépendante du pétrole, et tente de développer des 
procédés de production à partir de matières premières renouvelables. C’est de ce 
constat qu’est née la chimie biologique également appelée la biotechnologie 
blanche. La chimie biologique consiste à produire des produits, issus classiquement 
de la pétrochimie, à partir de ressources premières renouvelables et pérennes, grâce 
à l’utilisation de procédés biotechnologiques tels que les fermentations.  
 
Les enjeux des biotechnologies blanches 
   
Les biotechnologies blanches constituent une filière alternative à la synthèse 
pétrochimique et connaissent un essor considérable, puisque le chiffre d’affaire 
mondial, estimé aux alentours de 50 milliards d’euros en 2006, pourrait atteindre 160 
milliards d’euros en 2016. Cette croissance résulte de  deux facteurs : (1) un besoin 
urgent de trouver des alternatives au pétrole tel que décrit précédemment ; (2) des 
avancées techniques majeures dans l’ingénierie génétique ces dernières décennies. 
En effet, depuis la découverte de l’ADN en 1953 par Crick et Watson, des progrès 
importants ont rendu possible le concept de « cell factory » ou  « cellule usine » qui 
consiste en l’utilisation de microorganismes pour la production de molécules de 
commodité. Un exemple important est la production de bio-éthanol à partir de 
matières renouvelables, telles que le glucose issu du maïs ou le saccharose issu de 
la canne à sucre, ou plus récemment les sucres dits de deuxième génération issus 
de biomasse lignocellulosique, via le procédé de fermentation alcoolique chez la 
levure (Hahn-Hägerdal et al., 2006).  
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Présentation du sujet de thèse : la protéomique au service de la 
chimie biologique 
 
En chimie biologique, comme dans les autres industries, un critère essentiel 
est la rentabilité d’un procédé de production. Cette rentabilité prend en compte 
différents facteurs tels que le rendement des procédés de purification, le coût du 
substrat, le prix de vente du produit, mais aussi le rendement de production de la 
souche. Ce rendement est calculé en effectuant le rapport des quantités de produits 
obtenus sur les quantités de substrats consommés. Une étape clé en chimie 
biologique consiste donc à optimiser les voies métaboliques d’une souche pour la 
production du composé d’intérêt. Cette conception de souche de production repose 
sur des outils d’ingénierie génétique (modification des gènes) et métabolique 
(régulation des flux). Pour cela des outils de modélisation des flux métaboliques sont 
utilisés. Les modèles peuvent être élaborés à l’aide de données expérimentales 
multi-« omics » (génomique, transcriptomique, protéomique…). Si la séquence et 
l’expression des gènes peuvent être facilement étudiées par des techniques de 
biologie moléculaire, telles que la PCR (Polymerase Chain Reaction), RT-PCR 
(Reverse Transcription Polymerase Chain Reaction) et qRT-PCR (quantitative 
Reverse Transcription Polymerase Chain Reaction), les données protéomiques et 
particulièrement les données quantitatives s’avèrent plus compliquées à générer. En 
effet, les outils disponibles pour générer des données de protéomique quantitative 
absolue reposent en majorité sur la technique ELISA (Enzyme-Linked Immuno-
Sorbent Assay), basée sur l’utilisation d’anticorps. Cette technique souffre de 
certaines limites : la difficulté de production de certains anticorps, leurs spécificités, 
ou encore leurs coûts. La spectrométrie de masse (MS) est apparue comme une 
alternative intéressante. En effet, la spécificité et sa sensibilité conférées par ce type 
d’analyse permettent de s’affranchir de l’utilisation des anticorps. 
 
C’est dans ce contexte que ces travaux de thèse ont été mis en place. Le 
sujet présenté dans ce manuscrit est le fruit d’une collaboration entre 
METabolicEXplorer (METEX / Clermont-Ferrand), une entreprise de chimie 
biologique (http://www.metabolic-explorer.com/), et le laboratoire d’Etude de la 
Dynamique des Protéomes (EDyP / CEA Grenoble), spécialisé dans l’analyse 
 
- 20 - 
 
protéomique (http://www.edyp.fr/). L’objectif principal des travaux est la mise au point 
d’une méthode de quantification absolue de protéines chez la bactérie Escherichia 
coli (E. coli), afin de pouvoir implémenter, à long terme, des modèles prédictifs 
bioinformatiques avec des données de protéomique quantitative absolue (dosage 
des enzymes). L’objectif final, pour l’industriel, est de développer des souches avec 
des rendements proches de l’optimum théorique. 
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I. Introduction bibliographique 
 
I.1. L’ingénierie métabolique 
 
Le concept de « cell factory » ou « cellule usine » est appliqué à la production 
de composés d’intérêts dans différents domaines, qu’il s’agisse d’industries 
spécialisées dans l’agro-alimentaire, la pharmaceutique ou les biotechnologies. 
Historiquement, l’exemple emblématique est la production en 1979 d’insuline 
recombinante dans la bactérie E. coli (Goeddel et al., 1979), et l’approbation par la 
« Food and Drug Administration » de sa commercialisation en 1982 (Johnson, 1983). 
Les premières générations de cellules usines, principalement composées de 
souches sauvages de bactéries (E. coli) (Marston, 1986) ou de levures 
(Saccharomyces cerevisiae), ont rapidement évolué vers des souches mutantes à 
plus hautes performances. Ces nouvelles générations d’organismes génétiquement 
modifiés, permettant de produire des composés à haute valeur ajoutée avec des 
rendements importants, sont le fruit d’avancées techniques en ingénierie génétique, 
mais surtout de l’apparition d’une nouvelle discipline : l’ingénierie métabolique. 
 
I.1.1. L’ingénierie métabolique 
 
Plusieurs définitions de l’ingénierie métabolique ont été avancées. En 1999, 
Gregory Stephanopoulos a défini l’ingénierie métabolique comme une amélioration 
dirigée de la formation des produits, et des propriétés cellulaires, à travers la 
modification de réactions biochimiques spécifiques, ou l’introduction de nouvelles 
voies par l’utilisation de techniques d’ingénierie génétique (Stephanopoulos, 1999). 
Plus récemment, Nielsen et Keasling ont décrit l’ingénierie métabolique comme une 
science qui englobe une analyse détaillée du métabolisme, visant à  identifier les 
cibles potentielles à manipuler, et les modifications génétiques dirigées à réaliser 
(par utilisation de techniques d’ingénierie génétique), afin d’augmenter les 
rendements de production d’un organisme hôte (Nielsen and Keasling, 2011). Quelle 
que soit la définition, l’ingénierie métabolique diffère clairement de l’ingénierie 
génétique, par le fait qu’elle considère les réactions métaboliques comme une entité, 
et non plus comme un ensemble de réactions successives (Bailey, 1991).  
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Le but de l’ingénierie métabolique est de maximiser les flux vers le composé d’intérêt 
à produire, et de les minimiser vers les autres voies métaboliques consommatrices 
d’énergie ou productrices de métabolites intermédiaires (Wang et al., 2012) (Figure 
1). Cela requiert une connaissance approfondie des voies métaboliques impliquées 
dans la biosynthèse du composé d’intérêt. 
 
 
 
 
Figure 1 : Principe de l’ingénierie métabolique (D’ après Wang et al., 2012) . Le but 
de l’ingénierie consiste à optimiser les flux vers le produit final (End product) et minimiser les flux vers 
les produits dérivés (By product). Le glucose (ou autre substrat carboné) est métabolisé en différents 
intermédiaires (IM1, IM2, … IMn), au travers de réactions catalysées par différentes enzymes (E1, E2, 
…En). L’ingénierie métabolique consiste à améliorer le rendement du produit final, à travers 
l’optimisation des étapes intermédiaires. 
 
 
En général, les composés obtenus par approche d’ingénierie métabolique 
appartiennent au répertoire chimique naturel du microorganisme utilisé. Cependant, 
les améliorations effectuées sur un organisme peuvent permettre la production 
d’autres composés (exogènes), grâce à l’extension de voies métaboliques, l’ajout de 
nouvelles voies de synthèse ou de nouvelles fonctions dans la cellule hôte. On parle 
alors de biologie synthétique. 
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I.1.2. La biologie synthétique et l’ingénierie méta bolique : différences et 
convergences 
  
La biologie synthétique a été définie par un groupe d’experts européens 
comme l’ingénierie appliquée à la biologie, c'est-à-dire la synthèse de complexes, 
inspirés ou issus de systèmes biologiques, permettant de créer des fonctions qui 
n’existent pas dans la nature (Serrano, 2007). Pour cela, des gènes d’intérêt de 
fonctions diverses peuvent être incorporés dans des séquences d’ADN, créant ainsi 
des bio-briques (http://web.mit.edu/synbio/release/docs/biobricks.pdf). Ces bio-
briques peuvent être assemblées dans des organismes afin d’y créer des fonctions 
particulières, non présentes à l’état naturel (Serrano, 2007). Par exemple, une bio-
brique permettant de dégager une odeur de banane a été développée. Un registre de 
bio-briques est disponible auprès du «  Massachussets Institute of Technology » 
(MIT) (http://parts.igem.org/Main_Page). Tandis que l’ingénierie génétique modifie 
l’ADN existant, la biologie synthétique assemble des bio-briques pour créer de 
nouvelles fonctions dans des cellules vides (c'est-à-dire dépourvues de ces 
enzymes). Par définition, l’insertion de gènes hétérologues, c'est-à-dire non présents 
à l’état naturel dans un microorganisme, relève du domaine de la biologie de 
synthèse. Cette approche est intéressante dans la conception des organismes 
usines, puisqu’elle permet la création de nouvelles voies de synthèse, comme par 
exemple la synthèse de l’artémisine par la bactérie E. coli (Keasling, 2012), qui sera 
décrite dans le paragraphe suivant (paragraphe I.1.3 ). 
Pourtant, comme expliqué par Nielsen et Keasling, l’insertion de gènes 
hétérologues ne suffit pas pour produire un composé d’intérêt à l’échelle industrielle 
(Nielsen and Keasling, 2011). En effet, la conception et la construction de ces usines 
nécessitent une complémentarité entre la biologie synthétique et l’ingénierie 
métabolique (Figure 2 ). La première permet de créer des voies métaboliques, tandis 
que la seconde optimise les flux métaboliques au travers des réactions 
enzymatiques de la cellule modifiée. Dans la plupart des cas, un organisme usine 
parfaitement caractérisé est préféré par les industriels, afin de standardiser les 
procédés de production et d’industrialisation ultérieures. Ainsi, certaines souches 
bactériennes, tel que E. coli, sont largement utilisées.  
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Figure 2 : Représentation schématique de la complém entarité entre biologie de 
synthèse et ingénierie métabolique au travers de tr ois approches différentes 
utilisées pour la production de composés d’intérêt (D’après Nielsen et 
Keasling, 2011) . (a). La première approche est une approche classique d’ingénierie métabolique, 
où la souche choisie comme usine produit naturellement le composé d’intérêt. Typiquement, les flux 
au travers de la voie de synthèse de ce composé sont faibles. L’ingénierie métabolique permet 
d’augmenter ces flux. (b). Dans la seconde approche, la cellule usine ne produit pas naturellement le 
composé d’intérêt. L’insertion d’une voie synthétique (illustrée en rouge) permet à l’organisme usine 
de produire ce composé, souvent en faible quantité. L’optimisation des flux métaboliques peut 
permettre d’augmenter les flux au travers de la voie synthétique, afin d’augmenter la production du 
composé d’intérêt. Cette approche illustre clairement la synergie entre l’ingénierie métabolique et la 
biologie synthétique. (c). Dans la dernière approche, une cellule complètement synthétique est 
construite afin de produire le composé d’intérêt. Cette cellule n’est pas forcément intéressante pour 
les industriels, car la régulation des flux est plus compliquée. 
 
 
L’ingénierie métabolique et la biologie de synthèse sont donc deux approches 
distinctes mais fondamentalement complémentaires pour le développement de 
cellules usines. De nombreuses applications industrielles ont vu le jour durant la 
dernière décennie, sous l’impulsion de cette synergie. D’ailleurs, les publications 
décrivant le développement de cellules usines comportent souvent des approches de 
biologie synthétique, regroupées par abus de langage sous le terme d’ingénierie 
métabolique, comme les exemples présentés dans le paragraphe suivant. 
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I.1.3. Les applications de l’ingénierie métabolique  
 
De nombreux exemples de production de composés par ingénierie 
métabolique sont aujourd’hui disponibles.  
La souche E. coli a été largement utilisée pour la production  d’acides aminés, 
tels que la L-thréonine (Lee et al., 2007), la L-phénylalanine (Gerigk et al., 2002), la 
L-alanine (Lee et al., 2004) ou encore la L-valine (Park et al., 2007). Les rendements 
obtenus, en masse de produit rapporté à la masse de substrat introduit, sont 
respectivement de 39 % et 38 % pour la L-thréonine et la L-valine. Le meilleur 
rendement obtenu est celui de la L-alanine, atteignant 63 %. Concernant l’exemple 
de la L-alanine, la stratégie repose sur une double délétion couplée à la 
surexpression d’une enzyme clé. En effet, dans cette souche d’E. coli, deux gènes 
aceF et ldhA ont été supprimés, tandis qu’un plasmide permettant la surexpression 
de l’alanine déshydrogénase de Bacillus sphaericus (gène alaD) a été introduit 
(Figure 3 ).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3 : Représentation schématique des voies mét aboliques pouvant influer 
sur l’accumulation de l‘alanine chez E. coli . Les réactions enzymatiques importantes 
incluent : (1) la glutamate-pyruvate transaminase, (2) la pyruvate oxydase, (3) le complexe de la 
pyruvate dehydrogénase, (4) l’enzyme malique, (5) le système phosphotransférase et la pyruvate 
kinase, (6) la lactate dehydrogénase. Les croix rouge représentent les deux gènes supprimés aceF 
(complexe pyruvate dehydrogénase) et ldhA (lactate dehydrogénase). Après délétion de ces gènes, 
les flux de pyruvate sont réorientés vers la production d’alanine. La voie  indiquée en vert correspond 
à la surexpression de l’alanine dehydrogénase de Bacillus sphaericus (gène alaD).  
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Le gène aceF code pour la sous unité E2 du complexe pyruvate 
dehydrogénase (dihydrolipoamide acetyltransferase), sa suppression entraîne donc 
une accumulation de pyruvate. Ce pyruvate est le substrat de l’alanine 
dehydrogénase, de l’enzyme lactate dehydrogénase ainsi que de l’enzyme malique 
codée par le gène maeB. La délétion du gène ldhA dirige donc les flux de pyruvate 
vers la production d’alanine. Concernant l’enzyme malique, les paramètres 
thermodynamiques semblent plutôt favorables à la production de pyruvate, et donc 
d’alanine (Lee et al., 2004). Cet exemple permet de mettre en relief les stratégies 
envisageables pour la production d’acides aminés. Les acides aminés sont 
aujourd’hui largement utilisés dans divers secteurs tels que l’agro-alimentaire, la 
pharmaceutique, la cosmétique ou encore l’industrie alimentaire (Leuchtenberger et 
al., 2005). Par exemple, la L-phénylalanine est utilisée pour la production 
d’aspartame, source majeure de goût sucré dans les aliments dits « de faible pouvoir 
calorique ». 
Un exemple phare de l’industrie pharmaceutique est la production de l’acide 
artémisinique. Ce composé est le précurseur de l’artémisine, un traitement très 
efficace contre les souches de Plasmodium falciparum résistantes. Plasmodium 
falciparum est le parasite responsable de la malaria qui est à l’origine de plus d’un 
million de morts chaque année dans le monde (Murray et al., 2012). Une stratégie 
d’ingénierie métabolique dans la voie du mévalonate, permet la production de l’acide 
artémisinique dans une souche modifiée de Saccharomyces cerevisiae, à des 
quantités importantes, permettant ainsi de diminuer le coût du traitement (Ro et al., 
2006). 
Concernant l’industrie chimique, un exemple récent est la production de 1,3 
propandiol (1,3 PDO). Ce composé est principalement utilisé dans la synthèse de 
polymères tels que le polytriméthylène terephthalate, nouveau composé présentant 
des propriétés mécaniques intéressantes à l’extension, et très utilisé dans l’industrie 
du textile. Liu et al. ont montré en 2010, par une approche nécessitant l’ingénierie de 
plus de 70 gènes, la possibilité de produire ce composé à partir de fermentation de 
glucose dans E. coli, obtenant des rendements de l’ordre de 135 grammes par litre 
(g/l) de culture (Liu et al., 2010). Dans le même temps, les industries du biodiesel 
créent des surplus de glycérol, qui est un substrat intéressant pour la production de 
1,3 PDO (Saxena et al., 2009). Parmi les microorganismes capables de fermenter le 
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glycérol en 1,3 PDO, les bactéries du genre Clostridium sont très appréciées par les 
industriels du fait de leur tolérance à différents substrats, de leurs bons rendements, 
et de leur productivité importante, en comparaison à d’autres organismes. Une étude 
menée en 1995 par Abbad-Andaloussi et al. a montré une capacité de production de 
70 g/l, avec un rendement de 68 % et une productivité de 1.5 g/l/h (Abbad-
Andaloussi et al., 1995). 
Les trois exemples ci-dessus illustrent le potentiel des approches de biologie 
synthétique et d’ingénierie métabolique, quelque soit le secteur industriel considéré. 
Pour arriver à de tels résultats, de nombreux paramètres doivent être pris en 
considération pour le développement des cellules usines.  
 
I.1.4. Les éléments importants à considérer dans le s approches d’ingénierie 
métabolique 
 
I.1.4.1. Le choix de la cellule hôte 
 
Le choix de la cellule hôte est un paramètre important à considérer, et doit 
tenir compte de plusieurs critères.  
Le premier critère est la capacité d’un organisme à réaliser la conversion 
métabolique désirée. Par exemple, dans le cas de la synthèse du 1,3 PDO, E. coli 
n’est pas le meilleur organisme pour l’obtention de ce composé à partir de glycérol. 
Les bactéries du genre Clostridium lui sont préférées (voir paragraphe I.1.3. ). 
Le deuxième critère est la capacité technique à modifier les souches qui 
produisent naturellement un composé. Considérons l’exemple des polyketides, 
(métabolites secondaires des microorganismes, plantes et mammifères) qui 
représentent la part la plus importante des métabolites microbiens pour la médecine. 
Les usages sont variés tels que l’utilisation comme antibiotiques (érythromycine), 
antifongiques (amphotericine B), insecticides, immunosuppresseurs (rapamycine), 
l’utilisation dans le traitement du cancer (epothilone) ou encore dans la diminution du 
cholestérol (lovastatine).  Les  bactéries des genres Streptomyces et 
Saccharopolyspora sont des microorganismes produisant naturellement ces 
composés (Weissman and Leadlay, 2005), tandis que les souches d’E. coli ne 
possèdent pas toutes les enzymes, et nécessitent des modifications génétiques 
importantes (Pfeifer et al., 2001). Pourtant, comme montré par Pfeifer et al., les 
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manipulations génétiques de certaines souches de Saccharopolyspora sont difficiles 
à réaliser. E. coli a donc été préférée car les outils d’ingénierie génétique 
nécessaires sont disponibles (Pfeifer et al., 2001). 
Enfin, un dernier critère à considérer concerne la capacité de l’organisme à 
réaliser la conversion métabolique désirée, dans un milieu contenant une source de 
carbone renouvelable, le glycérol issu du biodiesel par exemple. Cette source de 
carbone doit être la moins chère possible pour rendre le procédé économiquement 
compétitif. 
 
Dans une approche d’ingénierie métabolique visant à créer une cellule usine, 
la première étape consiste donc, avant toute manipulation génétique, à étudier les 
connaissances scientifiques disponibles sur les organismes usines, la voie de 
synthèse concernée et les contraintes économiques, afin de choisir le meilleur 
organisme hôte (Lee et al., 2009). Lorsqu’un organisme a été validé, les capacités 
catalytique des enzymes impliquées dans la voie de synthèse doivent être 
optimisées, car elles constituent un enjeu important dans le travail  d’optimisation des 
souches. 
 
I.1.4.2. La capacité catalytique des enzymes 
 
 Une voie métabolique peut être définie comme un enchaînement de réactions 
catalysées par des enzymes, qui sont codées par des gènes. L’optimisation d’une 
voie métabolique est en premier lieu dépendante de l’efficacité catalytique des 
enzymes impliquées, conditionnée par leurs structures et donc leurs séquences en 
acides aminés. La modification de la séquence codante est donc une solution pour la 
modification de l’activité enzymatique. Deux approches existent afin d’optimiser les 
performances catalytiques d’une enzyme : l’évolution dirigée et la conception 
rationnelle (Wang et al., 2012). 
 
I.1.4.2.1. L’évolution dirigée 
 
Cette approche repose sur l’utilisation de mutations aléatoires, couplées à une 
étape de sélection (screening) à haut débit. Cette technique permet de développer 
de nouvelles propriétés enzymatiques sans pour autant comprendre les mécanismes 
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structuraux impliqués dans ces nouvelles fonctions. La répétition des cycles 
mutations / sélections, pouvant être assimilée à une évolution darwinienne 
accélérée, a également permis d’augmenter la capacité catalytique de nombreuses 
enzymes (Brakmann, 2001) (Wang et al., 2006) . Diverses stratégies de mutations 
aléatoires existent. Les deux plus communes sont la mutation aléatoire induite par 
PCR, qui consiste à réduire la fidélité de la polymérase (Cadwell and Joyce, 1992), 
et la mutation aléatoire induite par des souches à forte capacité de mutation. Par 
exemple la souche E. coli XL1-Red, ayant perdu ses trois principales voies de 
réparation de l’ADN, par délétion des gènes mutS, mutT, mutD, rendant possible un 
taux de mutation environ 5000 fois supérieur comparé à une souche sauvage 
(Greener et al., 1996). 
 
I.1.4.2.2. La conception rationnelle 
 
 La conception rationnelle implique de connaitre la relation séquence - 
structure - fonction de la protéine d’intérêt. Par une approche de mutagénèse dirigée 
par PCR, ou d’utilisation de gènes synthétiques, il devient possible de créer 
l’ensemble des mutants souhaités (Wang et al., 2012).  
 
La conception rationnelle peut aussi être utilisée pour augmenter l’expression 
d’une enzyme. En effet, l’utilisation de gènes synthétiques permet de choisir les 
codons, en fonction de l’usage des codons de la souche utilisée ultérieurement 
(Fredrick and Ibba, 2010). Cette stratégie est habituellement appliquée pour la 
surexpression de protéines recombinantes, mais peut s’avérer intéressante lors de la 
construction de voies métaboliques utilisant des gènes d’organismes supérieurs 
dans des organismes procaryotes. Cela a été décrit par Pfeifer et al. pour la 
production de polyketides dans E. coli (Pfeifer et al., 2001).  
La conception rationnelle est aussi une stratégie efficace pour améliorer les 
propriétés d’une protéine, telles que la solubilité ou la thermostabilité. L’utilisation 
d’outils informatiques pour l’alignement de protéines homologues permet de 
déterminer une séquence consensus, obtenue ensuite par mutagénèse dirigée 
(Davidson, 2006). 
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I.1.4.3. La régulation de l’expression des gènes 
 
 Lorsque l’organisme hôte ainsi que la stratégie métabolique optimale ont été 
validés, des étapes d’ingénierie génétique sont mises en place, dans le but 
d’atténuer, voire de supprimer ou de surexprimer des gènes cibles. (Keasling, 1999) 
(Datsenko and Wanner, 2000). Contrairement aux stratégies de surexpression des 
gènes, utilisées pour la production de protéines recombinantes, pour lesquelles les 
gènes doivent être surexprimés à de hauts niveaux, en ingénierie métabolique les 
gènes doivent être exprimés à des niveaux suffisants pour produire l’intermédiaire 
métabolique en quantités nécessaires. Cela s’explique par trois raisons. D’une part, 
la surexpression d’un intermédiaire métabolique peut entraîner une 
surconsommation d’autres intermédiaires métaboliques (acides aminés ou 
cofacteurs indispensables tels que le NADPH par exemple). De plus, certains 
composés intermédiaires peuvent devenir toxiques lorsqu’ils sont produits à des 
concentrations élevées. Enfin, la surexpression trop importante des protéines peut 
entrainer une consommation excessive d’acides aminés. Une parfaite stœchiométrie 
de la quantité des enzymes impliquées est donc indispensable, afin d’obtenir une 
productivité maximale de la souche. Plusieurs niveaux de régulation peuvent être 
envisagés. 
 
I.1.4.3.1. La régulation au niveau du vecteur d’exp ression 
 
Une première régulation peut s’opérer au niveau du vecteur utilisé, afin 
d’obtenir un nombre de copies en accord avec l’expression protéique souhaitée. Une 
étude a montré l’intérêt des plasmides « low-copy » dans certaines approches 
d’ingénierie métabolique, permettant d’augmenter la quantité de produit final obtenu. 
En effet, dans les travaux effectués par Jones et al., l’insertion du gène DXP (1-
deoxy-D-xylulose 5-phosphate) synthase, codant pour la première enzyme de la voie 
du mevalonate, sur vecteur « low-copy », a permis d’augmenter les quantités de 
lycopène final tandis qu’elles diminuent avec un vecteur « high-copy » (Jones et al., 
2000). 
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I.1.4.3.2. La régulation au niveau des promoteurs  
 
De façon simple, le promoteur peut être défini comme un fragment d’ADN, 
placé en amont des gènes, et reconnu spécifiquement par un groupe de protéines 
responsables de l’initiation de la transcription du gène. Souvent plusieurs gènes sont 
sous le contrôle d’un même promoteur ; on parle alors d’opéron.  
La régulation d’une protéine peut s’effectuer au niveau du promoteur, qui joue un rôle 
essentiel dans le contrôle des voies de biosynthèse (Alper et al., 2005a). Les 
promoteurs inductibles (c'est-à-dire activables par une molécule) sont un moyen 
efficace de réguler l’expression des gènes. Il existe différents mécanismes 
d’induction. Les promoteurs pour lesquels l’inducteur est amené par des 
transporteurs. Ceci est par exemple le cas du promoteur inductible à l’arabinose 
(PBAD) (Khlebnikov et al., 2001). D’autres promoteurs n’ont pas de transporteur. Dans 
ce cas, les inducteurs sont capables de passer la membrane sans transporteur, tel 
que l’isopropyl thiogalactopyranoside (IPTG). Certains promoteurs, sont induits par 
un manque de nutriment ou une entrée en phase stationnaire. D’autres sont induits 
par la température, tel que le promoteur p(R) du phage, dont le répresseur C1857 est 
thermosensible et inactivé lorsque la température dépasse 30°C (Jechlinger et al., 
2005). Les promoteurs inductibles sont souvent des promoteurs forts. L’obtention de 
niveaux différentiels d’expression peut être obtenue par consultation de librairies de 
promoteurs.  De Mey et al. ont construit une librairie de promoteurs pour E. coli, et 
développé un model de prédiction de la force du promoteur en fonction de sa 
séquence (De Mey et al., 2007). 
 
En résumé, dans les approches d’ingénierie métabolique, le choix de la cellule 
hôte, l’activité enzymatique et la régulation des gènes sont des paramètres 
importants. L’objectif du contrôle de ces paramètres est d’optimiser le chemin 
métabolique du substrat vers la production du composé. Pour aider à prédire le 
meilleur chemin métabolique, des modèles de prédictions des flux existent, et sont 
devenus des outils incontournables dans les stratégies d’ingénierie métabolique. 
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I.1.5. La prédiction informatique des flux métaboli ques 
 
Plusieurs exemples récents d’ingénierie métabolique basée sur l’analyse des 
flux ont été décrits. Par exemple, la délétions de gènes in silico, couplée à l’analyse 
informatique des flux résultant, ont permis de prédire que la suppression de 3 gènes 
pourrait augmenter la production de L-valine dans E. coli. La mise en application de 
cette prédiction a permis d’augmenter de 148 % le rendement de la souche (Park et 
al., 2007). Alper et al., par une analyse des flux ont augmenté de 40 % les 
rendements d’une souche dans le cas de la production de lycopène (Alper et al., 
2005b). Le paragraphe qui suit, loin d’être exhaustif, décrit les principes de la 
prédiction de flux, l’état de l’art actuel, et les limites des techniques existantes. 
 
I.1.5.1. L’analyse des flux métaboliques - définiti ons 
  
Les flux métaboliques représentent les vitesses réelles des réactions se 
déroulant dans une cellule ou un organisme dans des conditions données. L’analyse 
des flux métaboliques (MFA = Metabolic Flux Analysis) est une discipline qui permet 
de quantifier les flux intracellulaires, et donc de mieux appréhender le 
fonctionnement du réseau métabolique à l’échelle de la cellule entière (Nielsen, 
2003). L’analyse des flux repose sur l’étude de la distribution des métabolites à 
travers le réseau métabolique. Deux approches sont utilisées pour déterminer les 
flux : l’analyse empirique par marquage isotopique des substrats, et la prédiction 
informatique des flux par imposition de contraintes (Constraints-based Metabolic Flux 
Analysis ; CMFA) (Kim et al., 2008). La première utilise des substrats marqués 
isotopiquement au carbone 13 (glucose 13C par exemple), et une analyse par 
résonnance magnétique nucléaire (RMN), afin de suivre la distribution des 
métabolites marqués dans l’ensemble du réseau métabolique. Le logiciel 13CFLUX 
par exemple, permet d’analyser les résultats et de quantifier les flux intracellulaires 
(http://www.13cflux.net/). La deuxième consiste à simuler informatiquement les 
distributions de flux, en imposant des contraintes au modèle. La suite de ce 
paragraphe sera axée sur la deuxième méthode.  
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I.1.5.2. La modélisation et prédiction informatique  des flux métaboliques 
 
I.1.5.2.1. La reconstruction du réseau métabolique à l’échelle du génome  
 
Dans une première phase, une reconstruction du réseau métabolique de 
l’organisme est réalisée, basée sur les données stœchiométriques de la littérature, à 
l’échelle du génome entier. On parle alors de reconstructions stœchiométriques du 
réseau métabolique à l’échelle génomique. Ces reconstructions sont converties dans 
un format informatique, on parle alors de modèles à l’échelle du génome (Genome 
Scale Models : GEMs) (Feist and Palsson, 2011). Des GEMs ont été développés 
pour de nombreux organismes (Figure 4 ).  
Le GEMs le plus abouti est sans aucun doute celui d’E. coli. En effet, Feist et al. ont 
développé un modèle composé de 2077 réactions (R) et 1039 métabolites (M) en 
considérant 1260 gènes (G), ce qui représente la reconstruction la plus aboutie à 
l’heure actuelle. Dans ce modèle, les paramètres thermodynamiques ont été pris en 
compte, permettant d’orienter les réactions (Feist et al., 2007). 
 
I.1.5.2.2. L’imposition de contraintes au modèle 
 
Des contraintes, limitant les solutions de dispersions des flux peuvent être 
imposées au modèle (Price et al., 2004). Ces contraintes permettent de prédire la 
dispersion des flux liée à des modifications environnementales et génétiques. Ces 
outils permettent également de générer des informations sur les modifications 
génétiques à apporter, afin de favoriser les flux vers un composé d’intérêt, et donc 
d’améliorer les rendements de production de ce composé par un microorganisme. 
Les outils de prédiction des flux sont donc d’un grand intérêt pour les approches 
d’ingénierie métabolique (Kim et al., 2008). 
Différentes contraintes peuvent être imposées au modèle. Premièrement, 
l’expression ou non d’un gène, qui mime ainsi un mécanisme de régulation (Shlomi 
et al., 2007). Deuxièmement, les données thermodynamiques (enthalpie libre ∆G0 
par exemple) qui indiquent le sens de la réaction (Henry et al., 2007). 
Troisièmement, les données expérimentales de flux obtenues par approches de 
marquage, qui permettent de supprimer des possibilités de dispersion de ces flux 
(Herrgård et al., 2006). 
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Figure 4 : Evolution du développement des GEMs (Gen ome Scale Models) de 
différents organismes (D’après Kim et al., 2008). Pour chaque modèle, le nombre de 
gènes (G), de réactions (R) et de métabolites (M) impliqués sont indiqués. 
 
 
Les algorithmes utilisés pour l’analyse des flux par imposition de contraintes 
sont aujourd’hui nombreux, Kim et al. en ont dressé la liste (Kim et al., 2008). Par 
exemple les algorithmes OptKnock (Burgard et al., 2003) et Optgene (Patil et al., 
2005) permettent de prédire les gènes à supprimer pour optimiser une voie 
métabolique, tandis que OptReg (Pharkya and Maranas, 2006) permet de prédire les 
gènes à surexprimer ou sous-exprimer afin d’optimiser les flux vers les composés 
d’intérêt. MOMA (Minimization Of Metabolic Adjustement) est un algorithme basé sur 
les flux expérimentaux de la souche sauvage. Il permet de modéliser les flux pour 
une souche mutante. Cet algorithme est aujourd’hui largement utilisé (Segrè et al., 
2002). 
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I.1.6. L’importance des données de protéomique quan titative absolue, pour la 
modélisation et l’ingénierie métabolique 
 
Dans la mise au point de modèles, les équations des réactions enzymatiques 
sont établies selon les données de la littérature, et en fonction de la stœchiométrie 
connue des réactions. Ces modélisations aboutissent à une estimation approximative 
de la distribution des flux et des quantités de métabolites produits, puisqu’aucune 
information de la cinétique enzymatique n’est utilisée. Certains modèles cinétiques 
tentent de prendre en compte les paramètres enzymatiques selon les équations de 
Mickaelis Menten. Afin de simplifier le modèle, les réactions irréversibles sont 
souvent appliquées, à savoir : 
 
 
 
 
V = vitesse de réaction (flux) 
[E] = concentration de l’enzyme 
Kcat = constante catalytique de l’enzyme 
[S] = concentration de substrat 
Km = constante d’affinité de l’enzyme pour son substrat 
 
La mise au point des modèles nécessite donc la connaissance de plusieurs de 
ces données. Comme expliqué par Smallbone et al., les constantes sont 
différenciées des variables (Smallbone et al., 2013). Ainsi la concentration 
enzymatique [E] et les paramètres Km et Kcat sont fixés comme des constantes, 
tandis que les variables sont représentées par les concentrations en substrat [S] et 
les flux (V). Les paramètres enzymatiques de l’enzyme peuvent être obtenus dans 
des bases de données telles que BRENDA (BRaunschweig Enzyme Database) 
(http://www.brenda-enzymes.org/) ou par des approches expérimentales, puis 
utilisées pour la construction du modèle. Les concentrations enzymatiques sont 
obtenues expérimentalement. L’obtention des concent rations enzymatiques 
exactes est indispensable à une définition correcte  des équations des 
réactions de Mickaelis Menten.   En 2008, Yizhak et al. ont introduit un nouvel 
algorithme d’analyse des flux nommé IOMA (Integrative Omics-Metabolic Analysis), 
[S]
Km + [S]
[E] . Kcat .V =
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afin de prendre en compte les paramètres cinétiques. Pour cela les données 
quantitatives absolues des métabolites et des enzymes ont été intégrées. Cet 
algorithme a été appliqué au GEM d’E. coli (Feist et al., 2007) pour prédire les flux au 
travers de 26 réactions du métabolisme central chez 23 mutants. Chaque mutant 
était délété d’un gène, soit sur la voie de la glycolyse, soit sur la voie des pentoses 
phosphates. Les résultats de prédiction des flux ont été comparés aux résultats 
expérimentaux, et ont montré la capacité d’IOMA à prédire des changements de flux 
sous différentes perturbations génétiques de manière plus exacte, en comparaison 
aux algorithmes ne prenant pas en compte les données cinétiques tels que  MOMA 
(Yizhak et al., 2010). Néanmoins, dans cette étude, seulement 11 réactions avaient 
des données de quantification absolue, et une augmentation du nombre d’enzymes 
quantifiées permettrait probablement d’améliorer l’exactitude de ce type de modèles. 
Des outils permettant la génération rapide de donné es protéomique exactes 
sont donc nécessaires.  
 
Dans les stratégies d’ingénierie métabolique, les données de flux sont parfois 
disponibles grâce aux approches de marquage 13C et analyse RMN (voir 
paragraphe I.1.5.1 ). Dans ce cas précis, les concentrations absolues enzymatiques, 
couplées aux données de flux, permettent de déterminer l’activité réelle (F) de 
l’enzyme, selon l’équation : 
 
V = [E] . F  
 
V = vitesse de réaction (flux)   
[E] = concentration de l’enzyme 
F = activité réelle 
 
Le calcul de l’activité réelle permet d’orienter les décisions d’ingénierie métabolique. 
Ce raisonnement est issu d’une collaboration avec une équipe de l’Institut National 
de Recherche en Informatique et Automatique (INRIA). Aucune étude ne décrit 
actuellement ce type d’approche. Cette partie sera développée dans les résultats 
(voir paragraphe III.2. ). Mais dans ce cas aussi, les données de protéomique 
quantitative absolue sont indispensables . 
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En résumé, la connaissance des concentrations absolues de protéines est 
très importante pour les approches d’ingénierie métabolique. En effet, ces données 
permettent d’améliorer les modèles de prédiction des flux, et de calculer l’activité 
réelle enzymatique, afin d’orienter les stratégies d’ingénierie métabolique. Une des 
difficultés est de déterminer la concentration exacte  d’un large panel de protéines à 
haut débit. Cette problématique a été à l’origine de la mise en place de mes travaux 
de thèse.   
 
I.1.7. Les outils de génération des concentrations absolues des protéines, pour 
l’implémentation des modèles cinétiques de prédicti on des flux 
 
 La technique ELISA (Enzyme-Linked Immuno-Sorbent assay) (Voller A et al., 
1978), basée sur l’utilisation d’anticorps, est la technique de référence pour la 
quantification des protéines, qu’il s’agisse du secteur médical ou de la recherche. 
Pourtant, cette technique présente certaines limites : (1) les anticorps spécifiques de 
protéines cibles sont parfois difficiles à obtenir, (2) certains anticorps ont une 
spécificité limitée, ne permettant pas de discriminer les isoformes, (3) des réactions 
aspécifiques avec d’autres protéines peuvent se produire (« cross-reactions »), 
surtout dans les matrices complexes, et interférer dans l’exactitude de mesure, (4) 
les tests ELISA présentent généralement une gamme dynamique limitée (10²) (Brun 
et al., 2009), (5) le coût de développement des anticorps et l’optimisation du test 
peuvent être dissuasifs (Paulovich et al., 2008). En particulier, dans des domaines 
tels que l’évaluation des biomarqueurs, lorsque plusieurs dizaines de cibles 
potentielles doivent être évaluées, le coût peut s’avérer très élevé (Rifai et al., 2006). 
Concernant  l’ingénierie métabolique et l’intérêt de mesurer la concentration absolue 
de nombreuses enzymes, le développement de tests ELISA pour chacune des cibles 
est difficilement envisageable. Il existe donc une forte demande de développement 
de méthodes analytiques s’affranchissant de l’utilisation des anticorps, capable de 
générer des résultats exactes, fiables, rapides, à hauts débits et à coûts réduits. 
Comme décrit par Bantscheff et al., les avancées techniques récentes font de la 
spectrométrie de masse (MS) une alternative intéressante aux tests ELISA dans le 
domaine de la protéomique quantitative, grâce à la sensibilité et la spécificité 
d’analyse qu’elle confère (Bantscheff et al., 2012).  
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I.2. La protéomique quantitative absolue et ciblée par spectrométrie 
de masse 
 
I.2.1. La protéomique 
  
I.2.1.1. Historique et essor 
 
Le terme protéome fut proposé pour la première fois en 1996, pour désigner 
l’ensemble des produits fonctionnels exprimés par le génome. (Wilkins et al., 1996). 
Le terme protéomique fut quant à lui introduit en 1997 (James, 1997). La 
protéomique a été définie en 1999 par Blackstock et al., comme « l’étude des 
propriétés des protéines (niveau d’expression, modifications post traductionnelles, 
interactions etc.) à large échelle, afin d’obtenir une vue globale et intégrée des 
processus pathologiques, des processus cellulaires et du réseau protéique global ». 
(Blackstock and Weir, 1999). 
La protéomique a connu en une vingtaine d’années un essor considérable 
dans divers projets de recherche fondamentale ou appliquée, et dans différents 
domaines d’applications, allant de la biologie des systèmes au diagnostic / pronostic 
clinique. Une simple requête « proteomics » sur le moteur de recherche pubmed 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/) permet de générer 4710 résultats sur l’année 
2012, tandis qu’un seul résultat apparaissait en 1997.  Cette discipline, aussi vaste 
que complexe, séduit par exemple par sa capacité à étudier les effecteurs de la 
réponse cellulaire en adaptation à des contraintes environnementales, ou des stress 
pathologiques. Surtout, la protéomique s’impose en suite logique aux grands projets 
de séquençage. Il est d’ailleurs intéressant de noter que l’avènement de la 
protéomique à la fin des années 1990 est concomitant à la publication  des premiers 
séquençages complets de génomes bactériens tels que Haemophilus influenzae 
(Fleischmann et al., 1995), Mycoplasma genitalium (Fraser et al., 1995), Escherichia 
coli (Blattner, 1997) ; suivi rapidement par le premier séquençage complet d’un 
génome eucaryote, celui de Saccharomyces cerevisiae en 1997 (Hudson et al., 
1997). L’obtention des génomes complets a soulevé de nombreuses questions : Les 
gènes prédits sont-ils effectivement traduits ? Quelles sont les fonctions des 
protéines putatives, encodées par des gènes récemment séquencés ? Quels sont les 
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mécanismes de régulation de l’expression des protéines ? Quels sont les 
implications des modifications post-traductionnelles (glycosylations, 
phosphorylations, acétylations) au niveau fonctionnel ? Quels sont les complexes 
protéiques impliqués dans les réactions du métabolisme cellulaire ? Quelle est la 
dynamique de l’expression des protéines au cours du cycle cellulaire ? 
 
Un facteur clé dans l’essor de la protéomique est certainement l’utilisation de 
la spectrométrie de masse (MS). Jusqu’au début des années 1990, la séparation des 
protéines reposait sur la technique d’électrophorèse deux dimensions (2DE), en 
fonction de leurs poids moléculaires et de leurs points isoélectriques (Farrell, 1975), 
tandis que l’identification s’appuyait sur les méthodes de Western blot et de 
séquençage d’Edman, techniques à bas débit. En opposition au bas débit, la MS 
apporte une réponse à la problématique de séquençage et d’identification à haut 
débit. Pourtant utilisée depuis longtemps pour l’analyse des petites molécules, la MS 
marque un essor important pour l’analyse des protéines au début des années 1990, 
grâce à deux avancées majeures : la mise au point de la désorption / ionisation laser 
assistée par matrice (MALDI) (Karas and Hillenkamp, 1988) et l’ionisation 
électrospray (ESI) (Whitehouse et al., 1985) (Fenn et al., 1989). La mise au point de 
ces modes d’ionisation a rendu techniquement possible l’utilisation de la MS pour 
l’étude des peptides et protéines, grâce à leurs capacités à ioniser des molécules de 
haut poids moléculaire. De surcroît l’ESI a permis le couplage de la chromatographie 
liquide (LC) avec l’analyse par MS (LC-MS).  
 
I.2.1.2. Les stratégies d’analyses protéomique par spectrométrie de 
masse 
 
L’analyse protéomique par MS ouvre un champ d’applications très vaste : 
identification des protéines dans des matrices complexes, caractérisation des 
protéines (modifications post-traductionnelles par exemple), quantification absolue 
ou relative. L’ensemble de ces applications repose sur trois approches 
complémentaires, en fonction du niveau d’analyse : sur les protéines entières ou les 
peptides. Ces approches sont qualifiées de « bottom-up », « middle-down » ou « top-
down » (Figure 5 ). 
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Figure 5 : Représentation schématique des 3 niveaux  d’analyse protéomique, 
« bottom-up », « middle-down » et « top-down » (D’a près Zhang et al., 2013).  
 
 
L’approche « bottom-up » correspond à une caractérisation des protéines par 
l’analyse des peptides suite à une protéolyse, typiquement réalisée en utilisant la 
trypsine. Lorsque l’analyse protéomique est réalisée sur un mélange de protéines 
digérées, on parle de « shotgun proteomics », terme initié par John Yates, en 
analogie au terme « shotgun genome sequencing » (Yates, 1998). L’analyse 
protéomique de type « shotgun » permet une mesure / caractérisation indirecte des 
protéines par l’analyse de leurs peptides protéolytiques. En  analyses « shotgun », 
les peptides subissent la plupart du temps, une étape supplémentaire de 
fragmentation, on parle alors d’analyse par spectrométrie de masse en tandem 
(analyse MS/MS). L’analyse MS/MS permet d’augmenter la spécificité de mesure. En 
effet deux peptides de même masse, avec une séquence en acides aminés 
différente, ont des spectres de fragmentations différents. Les spectres MS/MS 
expérimentaux générés sont alors comparés avec les spectres MS/MS théoriques 
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obtenus par digestion in silico dans une banque de données protéiques. Cette 
comparaison est réalisée grâce à des moteur recherche, permettant finalement 
l’identification des protéines fragmentées (Yates, 1998). Différents moteurs 
d’identification existent, tels que Mascot, Sequest, X ! tandem, ou encore Phenix. Les 
analyses MS et MS/MS par approche « bottom-up » sont largement utilisées pour 
l’identification et la quantification des protéines. 
L’analyse « top-down » consiste à caractériser une protéine entière sans 
étape préalable de digestion enzymatique (Kelleher et al., 1999). Ce type d’approche 
peut être extrêmement intéressant pour l’analyse des modifications post-
traductionnelles et des isoformes d’une protéine. Certaines limites techniques 
persistent à l’heure actuelle : la difficulté d’ionisation ou encore de fragmentation des 
protéines entières. Une étude menée par Han et al. en 2006 montre cependant la 
capacité à mesurer une protéine intacte jusqu’à 200 kDa (Han et al., 2006), par 
utilisation d’un spectromètre de masse très haute résolution. Ce type d’approche est 
également intéressant lors de la production de protéines recombinantes, afin de 
vérifier l’intégrité du produit final (voir paragraphe III.1.2.4. ). 
Un intermédiaire entre les analyses « top-down » et  « bottom-up » existe. Il 
consiste à réaliser une protéolyse ménagée afin d’obtenir des peptides de taille plus 
importante. Cette approche est appelée « middle-down ». Ce type d’analyse permet 
de limiter la redondance des peptides inter-protéines, en s’affranchissant des 
contraintes techniques liées à l’analyse des protéines entières. Des études ont été 
réalisées en utilisant des enzymes telles que LysC et LysN (Taouatas et al., 2008). 
Ces dernières produisaient des fragments de taille à peine supérieure à ceux 
générés par une digestion trypsique classique, conférant un intérêt limité à cette 
d’approche. Plus récemment, une étude a décrit l’utilisation de l’enzyme ompT, qui 
semble générer des peptides de plus grande taille (taille moyenne supérieure à 6.3 
kDa), et donc donner de nouvelles perspectives à l’analyse « middle-down » (Wu et 
al., 2013). 
 
Les analyses protéomiques sont pour la plupart réalisées par stratégie 
« bottom-up », qui nécessite une étape de séparation chromatographique des 
peptides avant l’analyse MS. La mise au point de la source ESI a rendu possible le 
couplage « on-line» de la chromatographie liquide (LC) et du spectromètre de masse 
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(MS) (Fenn et al., 1989). Le couplage LC-MS est aujourd’hui largement utilisé dans 
les analyses protéomiques, mais constitue une étape critique, qui requiert une 
d’optimisation pour certaines analyses. Le chapitre qui suit discute des paramètres 
importants en chromatographie liquide. 
 
I.2.1.3. Notions de chromatographie liquide 
 
Les séparations peptidiques en protéomique sont, pour la plupart, réalisées 
sur des colonnes chromatographiques à phase inverse (phase mobile polaire) car 
compatibles avec la MS. En effet, pour ce type de colonnes, la phase mobile est 
composée d’eau et d’une phase organique (acétonitrile ou méthanol) volatile et 
favorable à la désolvatation. De l’acide formique, acétique ou trifluoroacétique est 
également ajouté pour permettre de charger les ions positivement, et de réduire les 
interactions aspécifiques avec la phase stationnaire (Shi et al., 2004). Pour l’élution 
séquentielle des peptides, un gradient du solvant organique est appliqué. Les 
systèmes nano-HPLC (High Performance Liquid Chromatography) sont aujourd’hui 
couramment utilisés en protéomique, car ils permettent un gain de sensibilité, tout en 
diminuant la quantité de matériel injecté. Typiquement, leurs débits sont compris 
entre 200 et 600 nl/min, et la quantité maximale d’échantillon chargé est de l’ordre du 
microgramme. Les systèmes micro-HPLC ont quant à eux des débits compris entre 
10 et 100 µl/min, les quantités injectées sur colonne peuvent aller jusqu’au 
milligramme. Qu’il s’agisse de systèmes micro-HPLC ou nano-HPLC, le pouvoir de 
séparation chromatographique n’est souvent pas suffisant au regard de la complexité 
de l’échantillon dans une analyse protéomique de type « shotgun ». L’optimisation 
des conditions chromatographiques est alors nécessaire. Plusieurs éléments 
peuvent être réévalués, comme que la longueur de la colonne (Horie et al., 2012), 
les conditions de gradient et de température (Lestremau et al., 2007). Classiquement 
la longueur de colonne et le gradient sont en priorité optimisés. L’allongement de la 
durée d’un gradient augmente l’efficacité de séparation, tandis que la résolution 
chromatographique diminue à cause des effets de dispersion (pics plus larges). Dans 
le même temps, l’utilisation de colonnes plus longues permet d’améliorer l’efficacité 
de séparation, tout en limitant les effets de dispersions, et donc d’augmenter le 
nombre de peptides identifiés (Eeltink et al., 2010). Mais l’’augmentation de la 
longueur de colonne entraine également une augmentation de pression, et des 
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manipulations plus difficiles. Pour cela les systèmes UPLC (Ultra Performance Liquid 
Chromatography) ont été développés et sont capables de supporter des pressions 
de l’ordre de 1000 bars (400 bars pour une HPLC). La diminution de la taille des 
particules des colonnes au dessous de 2 µm est également une solution pour 
améliorer la résolution chromatographique, mais nécessite d’utiliser des systèmes 
UPLC (De Villiers et al., 2006). 
Classiquement, les configurations nano sont préférées en protéomique afin de 
limiter la quantité d’échantillon injecté, et d’améliorer la sensibilité d’analyse. Les 
colonnes utilisées ont généralement des particules comprises entre 2 et 3 µm. Les 
longueurs de colonnes sont souvent comprises entre 10 et 15 cm. Afin d’améliorer la 
résolution chromatographique (et le nombre de peptides identifiés), des colonnes de 
25 à 50 cm peuvent être utilisées. Le choix des conditions chromatographiques et du 
type de colonne est primordiale pour les analyses protéomique, et dépend 
directement des besoins du projet. 
 
I.2.2. La protéomique quantitative par spectrométri e de masse 
 
Jusqu’au début des années 90, les techniques de protéomique quantitative 
reposaient sur l’utilisation de colorants, de fluorophores, ou sur des techniques de 
marquages radioactifs, permettant d’obtenir des quantifications avec des seuils de 
sensibilité bas, une bonne linéarité de réponse et de travailler sur des gammes 
dynamiques étendues. Cependant deux limites sont apparues comme de véritables 
verrous techniques. Premièrement, ces approches quantitatives nécessitent une 
séparation très résolutive des protéines, réalisée par électrophorèse 2 dimensions 
(2DE), limitant l’analyse aux protéines abondantes et solubles (Rabilloud, 2009). 
Certains problèmes d’isoélectrofocalisation ont également été décrits lors de 
l’analyse sur gels ultra zoom (gels à fenêtre étroite de pH) pour des pH basiques 
juste au dessus de 7, entraînant une faible résolution et reproductibilité aux alentours 
de ces pH (Hoving et al., 2002). Deuxièmement, ces approches quantitatives ne 
permettent pas, en soi, l’identification des protéines quantifiées.  
Pour pallier ces limites, de nombreuses méthodes de protéomique 
quantitative, basées sur l’utilisation de la spectrométrie de masse (MS) ont été 
développées. La MS est une technique très résolutive, permettant d’identifier une 
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protéine avec un indice de confiance important, et de la quantifier au cours de la 
même analyse (Aebersold and Mann, 2003). 
 
I.2.2.1. Vue d’ensemble des stratégies d’analyse pr otéomique 
quantitative par spectrométrie de masse  
 
Intrinsèquement, la MS est une méthode quantitative. Néanmoins, les 
peptides / protéines possèdent des propriétés physico-chimiques très différentes, 
telles que la taille et l’hydrophobicité, déterminées par leur séquence en acides 
aminés. Ces différences aboutissent à une hétérogénéité d’ionisation et donc de 
signal,  selon les peptides / protéines. Les analyses de protéomique quantitative par 
spectrométrie de masse sont donc obtenues par comparaison des signaux entre 
deux mêmes peptides ou deux mêmes protéines. Deux approches sont possibles : 
(1) une approche par marquage isotopique, en s’appuyant sur le principe qu’un 
peptide (ou une protéine) marqué(e) isotopiquement possède les mêmes propriétés 
physico-chimiques que la version native, et que le spectromètre de masse est 
capable de distinguer ces deux versions via leur différence de masse ; (2) une 
approche sans marquage dite « label free », dans ce cas deux peptides / protéines 
sont comparés dans des analyses différentes (Neilson et al., 2011). 
La quantification des protéines peut être de deux types, soit relative, soit 
absolue. La quantification relative consiste à évaluer la variation de concentration 
d’une protéine dans différentes conditions (échantillons), sans donner une valeur 
exacte de la quantité de cette protéine. La quantification absolue, au contraire, 
consiste à déterminer de manière exacte la quantité d’une protéine dans un 
échantillon. Les approches par marquage isotopique ou sans marquage permettent 
de réaliser des expériences de quantification relative. La quantification absolue 
nécessite l’ajout de standards isotopiquement alourdis dans l’échantillon à quantifier 
(Figure 6 ). De nombreuses revues ont été publiées sur les stratégies de 
quantification par spectrométrie de masse, et discutent en détail de ces aspects 
(Bantscheff et al., 2007) (Zhang et al., 2013). 
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Figure 6 : Représentation des stratégies classiques  de protéomique 
quantitative. (D’après Bantscheff et al., 2012) . Les carrés bleus et jaunes représentent 
deux conditions expérimentales. Les lignes horizontales indiquent le moment auquel les échantillons 
sont mélangés. Les lignes en pointillé indiquent les étapes auxquelles des biais peuvent être 
introduits, induisant donc des erreurs de quantification. 
 
I.2.2.2. La quantification relative 
 
La quantification relative peut être réalisée par des approches de marquage 
métabolique, de marquage chimique ou bien sans marquage (Figure 6 ). 
 
I.2.2.2.1. Le marquage métabolique 
 
Lors d’un marquage métabolique, l’organisme incorpore l’isotope lourd d’un 
(ou plusieurs) atome(s) donné(s), présents dans un substrat marqué isotopiquement, 
au cours de sa croissance. La comparaison pour un même organisme, de deux 
cultures différentes, l’une avec l’isotope lourd et l’autre sans, permet de distinguer 
leurs protéomes respectifs. La comparaison de l’intensité des signaux des peptides 
marqués et non marqués permet d’estimer l’abondance des protéines dans un 
échantillon, relativement à l’autre (quantification relative). Ce procédé a initialement 
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été décrit pour l’incorporation de l’isotope 15 de l’azote (15N) par la bactérie E. coli en 
1999 (Oda et al., 1999), et a connu un essor important avec le développement de la 
méthode SILAC (Stable Isotope Labelling by Amino Acids in Cell Culture) (Ong et al., 
2002). Dans l’approche SILAC, des acides aminés essentiels, isotopiquement 
alourdis, sont introduits dans le milieu de culture (à la place des acides aminés non 
marqués) afin d’être incorporés durant la synthèse protéique. Différents acides 
aminés peuvent être utilisés tels que la leucine, comme décrit par Ong et al., mais 
aussi la lysine et l’arginine. Lorsque les cellules sont cultivées dans un milieu 
contenant des lysines et arginines marquées, les peptides obtenus, après digestion 
trypsique, ne possèdent théoriquement qu’un acide aminé marqué dans leurs 
séquences, ce qui permet d’obtenir un incrément de masse constant. A l’origine, la 
méthode SILAC a été limitée à l’étude des cellules en culture. D’autres études ont 
montré le marquage SILAC de souris, nourries avec une alimentation marquée 
[13C6]-Lysine durant 4 générations (Krüger et al., 2008), ou encore des drosophiles 
nourries avec des levures marquées (Sury et al., 2010).  
Le principal avantage du marquage métabolique réside dans le fait que les 
échantillons différentiellement traités peuvent être mélangés très en amont. Cela 
exclut de nombreuses erreurs de quantification, puisque les biais potentiellement 
introduits (adsorption ou faible taux de digestion trypsique par exemple) affectent les 
deux échantillons de la même manière (Figure 6 ) (Bantscheff et al., 2007). En 
contrepartie, les conditions expérimentales peuvent être fastidieuses et coûteuses à 
mettre en place. Les stratégies de marquage métabolique sont généralement 
utilisées pour des analyses protéomiques à large échelle, afin d’évaluer les variations 
quantitatives du plus grand nombre possible de protéines. 
 
1.2.2.2.2. Le marquage chimique 
 
Les marquages chimiques sont nombreux mais tous basés sur le même 
principe : le greffage chimique ou enzymatique d’un groupement isotopiquement 
alourdi sur une entité réactive du peptide ou de la protéine. Par exemple, le 
marquage 18O consiste à introduire l’isotope du coté C-terminal des peptides au 
niveau du groupement carboxylique, au moment de la digestion enzymatique (Yao et 
al., 2001) (Yao et al., 2003). Deux autres exemples de marquage sont la méthode 
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ICAT (Isotope Coded Affinity Tags) qui consiste à greffer un marqueur isotopique sur 
le groupement réactif thiol de la chaîne latérale de l’acide aminé cystéine (Gygi et al., 
1999) ; ou ICPL (Isotope Coded Protein Label) qui consiste à greffer un marqueur 
sur le groupement amine libre de la chaîne latérale de acide aminé lysine (Schmidt et 
al., 2005). Un marquage couramment utilisé est l’iTRAQTM (isobaric Tags for Relative 
and Absolute Quantification). Le groupements iTRAQ est composé de 3 éléments : 
un « reporter » de masse unique (masse comprise entre 114 et 117 Da), un 
« balancer »  clivable et utilisé comme équilibreur de masse (masse comprise entre 
28 et 31 Da), et un élément qui réagit avec les amines libres N-terminales et les 
chaînes latérales des lysines (Ross et al., 2004) (Figure 7 ).  
 
 
Figure 7 : Représentation schématique du groupement  iTRAQTM. L’iTRAQTM est 
composé de 4 éléments, un « reporter », un « balancer », et un élément réactif avec les amines, 
permettant le greffage du groupement iTRAQTM sur les amines libres N-terminales et les chaînes 
latérales des lysines. La combinaison des « reporter » et des « balancer » permet d’obtenir 4 
groupements de masse identique (isobaric tags). 
 
 
La combinaison des « reporter » et des « balancer » permet d’obtenir 4 groupements 
de masse identique. Différents mélanges peptidiques, issus de 4 échantillons 
biologiques différents, sont marqués avec ces groupement avant d’être mélangés 
pour l’analyse MS. La masse identique des 4 groupements facilite leur co-élution et 
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leur co-isolement avant les étapes de fragmentations (analyses MS/MS). Durant 
l’étape de fragmentation, le « balancer » est fragmenté. Le « reporter » est relâché, 
et la différence de masse entre chaque reporter permet de les distinguer. 
L’abondance de chaque reporter représente l’abondance du peptide d’origine, et 
permet d’estimer l’abondance des protéines d’un échantillon, par rapport aux autres 
échantillons. L’avantage principal de cette technique est le multiplexage, puisque 4 
mélanges peuvent être analysés simultanément. Les nouveaux kits commerciaux 
permettent d’analyser jusqu'à 8 échantillons simultanément, ce qui réduit 
considérablement le temps d’analyse. Contrairement à l’ICAT ou à l’ICPL, l’iTRAQ 
nécessite une étape de fragmentation, qui est souvent réalisée avec une cellule de 
collision HCD (High Collision Dissociation), pouvant causer une diminution de la 
sensibilité de l’analyse. 
Dans les approches de marquage chimique, les étapes de marquage 
interviennent plus tardivement que dans un marquage métabolique. La probabilité 
d’introduction de biais en amont est par conséquence plus importante. En 
contrepartie, ces stratégies de marquage sont généralement moins coûteuses et 
moins difficiles à mettre en place que les marquages métaboliques. Des stratégies 
encore plus économiques ont été développées, ne nécessitant aucun marquage, 
elles sont dites « label free ». 
 
I.2.2.2.3. L’approche « label free » 
 
 Comme son nom l’indique, l’approche « label free » consiste à quantifier des 
peptides ou des protéines, sans marquage isotopique. Par définition la comparaison 
de deux conditions expérimentales ne peut pas se faire au cours de la même 
analyse. Deux approches peuvent être distinguées : l’utilisation de l’intensité de 
signal des peptides précurseurs (analyse MS) et l’utilisation des spectres de 
fragmentation (analyse MS/MS). 
Dans le premier cas, le chromatogramme des ions de chaque peptide est 
extrait des analyses LC-MS, et l’aire des pics est intégrée. La valeur obtenue pour 
chaque peptide peut être comparée à celle du peptide homologue, dans une autre 
analyse, ce qui permet une quantification relative (Wang et al., 2006). Pour l’analyse 
de mélanges complexes, certains phénomènes peuvent affecter l’exactitude de 
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mesure. (1) L’interférence entre deux peptides de masse m/z proche : l’utilisation de 
spectromètres de masse à haute résolution, tels que ceux avec des analyseurs 
OrbitrapTM (Olsen et al., 2009) (Michalski et al., 2012), apporte une réponse 
significative à ce type de problème. (2) Les conditions chromatographiques doivent 
être optimales, en terme de reproductibilité, afin de retrouver les peptides 
correspondants entre différentes analyses. Des logiciels ont été développés pour 
l’alignement inter-analyses, tel que PETAL (Peptide Element Alignement) en 2007 
(Wang et al., 2007). 
Dans le second cas, deux approches sont possibles : (a) «  le spectral 
counting », (b) le calcul de l’indice d’abondance. (a) L’approche de « spectral 
counting » est basée sur l’hypothèse suivante : plus une protéine est abondante 
dans un mélange, plus le nombre de spectre MS/MS identifiés pour cette protéine est 
important. La quantification relative peut donc être réalisée en comparant le nombre 
de spectres MS/MS, pour une même protéine, entre différentes analyses. (b) L’indice 
d’abondance de protéine (PAI) peut être utilisé pour la quantification relative de 
protéines dans différents échantillons. Cet indice correspond au nombre de peptides 
identifiés par analyse MS/MS, divisé par le nombre théorique de peptides de la 
protéine étudiée (Rappsilber et al., 2002). Par la suite, cet indice a été converti en 
une expression exponentielle, l’indice emPAI, de manière à améliorer la 
proportionnalité d’abondance dans un mélange (Ishihama et al., 2005).  
Les approches « label free » introduisent une variabilité inter-analyses, en 
conséquence de quoi, les données obtenues sont moins précises que celle issues 
des techniques avec marquages métaboliques et marquages chimiques. Néanmoins, 
cette approche présente des  avantages, tels que la réduction du temps expérimental 
(pas d’étapes de marquage), et la réduction des coûts liés au marquage. Aussi, le 
nombre d’expériences pouvant être comparées n’est pas limité, l’échantillon n’est 
pas complexifié par les formes lourdes, ce qui permet de fragmenter un nombre de 
peptide plus important (Bantscheff et al., 2007). Une revue détaillée décrivant les 
différentes approches possibles en « label free » a été publiée par Neilson et al. 
(Neilson et al., 2011). 
Les techniques de marquage métabolique et chimique permettent de 
comparer deux échantillons entre eux, au cours d’une même analyse. Les approches 
sans marquage permettent de comparer plusieurs échantillons, mais dans des 
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analyses différentes. Malgré ces divergences, l’objectif de ces techniques est de 
quantifier de manière relative les échantillons. Les techniques de quantification 
absolue sont basées quant à elles sur l’ajout de standards, isotopiquement alourdis, 
dans l’échantillon, afin de déterminer la concentration exacte des protéines choisies. 
 
I.2.2.3. La quantification absolue  
 
Comme décrit précédemment, la quantification absolue consiste à estimer de 
manière exacte la quantité d’une ou plusieurs protéines dans un échantillon. Ce type 
d’analyse repose sur l’ajout, dans l’échantillon d’intérêt, de standards peptidiques ou 
protéiques isotopiquement alourdis (voir paragraphe I.2.3.1. ). Ces standards 
ajoutés en quantités connues, permettent d’obtenir les concentrations absolues des 
protéines non marquées. Le coût et la difficulté de production des standards 
restreignent souvent la quantification à quelques protéines d’intérêt. Des exemples 
d’études de quantification absolue seront développés dans la suite de ce manuscrit 
(voir paragraphe I.2.4.3 ). Une méthode modifiée du « spectral counting » a été 
développée, appelée « Absolute Protein EXpression » (APEX), basée sur le nombre 
de peptides identifiés pour une protéine et la probabilité de détection de ces peptides 
par spectrométrie de masse (Lu et al., 2007). Ce type d’approche permet de réaliser 
la quantification à large échelle, même si la notion de quantification absolue reste 
discutable.  
En quantification absolue, deux critères importants doivent être considérés : 
l’exactitude de mesure, et la précision de mesure. L’exactitude (accuracy en anglais) 
consiste à déterminer à quel point une quantité déterminée est proche de la valeur 
réelle. La précision d’une mesure (precision en anglais) représente la reproductibilité 
de cette mesure entre différentes analyses. Une mesure peut donc être exacte sans 
être précise (Figure 8 ). Dans l’idéal, une mesure doit être exacte et précise. 
Différents standards sont disponibles, permettant d’atteindre plusieurs degrés 
d’exactitude, de précision, mais aussi de multiplexage. Le chapitre qui suit présente 
les standards disponibles pour la quantification absolue, leurs caractéristiques, leurs 
points forts et faibles. Cette étude détaillée nous a permis de choisir les standards 
les plus adaptés à notre problématique.   
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Figure 8 : Représentation schématique des notions d ’exactitude et de précision 
de mesure dans les analyses de quantification absol ue. Le centre de la cible 
représente la valeur réelle. Chaque flèche représente un réplicat. (A) Le résultat obtenu est 3 fois 
différent. La valeur moyenne des 3 réplicats est cependant proche de la valeur réelle. La mesure est 
donc exacte, mais pas précise (B) Le même résultat est obtenu 3 fois consécutives. La valeur 
moyenne est éloignée de la valeur réelle. La mesure est donc précise mais pas exacte. (C) Le même 
résultat est obtenu 3 fois consécutives. La valeur moyenne est très proche de la valeur réelle. La 
mesure est donc précise et exacte. 
 
 
I.2.3. La protéomique quantitative absolue par stra tégie de dilution isotopique 
 
I.2.3.1. La dilution isotopique - Principe 
 
La quantification par stratégie de dilution isotopique couplée à l’analyse par 
spectrométrie de masse (SID-MS) repose sur un principe simple, la comparaison des 
signaux de masse d’un peptide non marqué avec le même peptide alourdi à l’aide 
d’isotopes stables tels que le carbone 13 (13C), l’azote 15 (15N), l’oxygène 18 (18O), 
l’hydrogène 2 (deutérium 2H). Ces entités marquées présentent des caractéristiques 
physico-chimiques identiques, et adoptent un comportement similaire en termes de 
rétention sur colonne chromatographique (sauf lorsque du deutérium est incorporé, 
ce qui entraine une variation du temps de rétention) ou de potentiel d’ionisation dans 
la source du spectromètre de masse. Ces entités ne différant que par un incrément 
A
B
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de masse (∆ m/z) de quelques daltons (Da), l’analyse par spectrométrie de masse 
permet de les distinguer. L’analyse des intensités des signaux permet de déterminer 
le ratio de l’entité marquée (lourde) et non marquée (légère), et donc de déterminer 
leurs concentrations relatives. 
En protéomique, ces analyses sont le plus souvent réalisées par une approche 
« bottom-up », aboutissant à l’obtention des ratios des peptides, et permettant de 
remonter à la concentration protéique (Figure 9 ). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 9 : Représentation schématique du principe d e dilution isotopique 
appliqué en protéomique quantitative. Le ratio (R) correspond au rapport de l’intensité de 
signal du peptide alourdi (H) sur l’intensité de signal du peptide léger (L). 
 
 
Les stratégies de dilution isotopique peuvent être appliquées pour des 
analyses de quantification relative ou absolue. Dans le premier cas, l’objectif est 
souvent une analyse à large échelle des variations des quantités protéiques 
(paragraphe I.2.2.2. ). L’approche SILAC en est probablement le meilleur exemple 
(Ong et al., 2002). Dans le second cas, des standards peptidiques ou protéiques 
alourdis sont ajoutés en quantités connues dans l’échantillon à quantifier. La 
comparaison des intensités des signaux permet de déterminer la quantité exacte de 
la protéine d’intérêt dans l’échantillon. Les approches de quantification absolue 
nécessitent d’obtenir des standards purs et parfaitement calibrés, restreignant ainsi 
0
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%
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Signal peptide 
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le nombre de protéines ciblées. Plusieurs types de standards isotopiquement 
alourdis ont été développés pour la quantification absolue, présentant chacun leurs 
limites et leurs avantages. 
 
I.2.3.2. Les standards pour la quantification absol ue par MS 
 
La première utilisation de SID-MS fut décrite par Barr et al. en 1996, dans une 
étude qui consistait à synthétiser un peptide isotopiquement alourdi pour évaluer la 
concentration d’un standard référence d’Apolipoprotéine A1 purifiée (Barr et al., 
1996). Cette publication, qui faisait ainsi la preuve de concept du potentiel de ce type 
d’approche, est sans doute à l’origine des standards couramment utilisés en 
quantification absolue. 
Successivement plusieurs types de standards sont apparus. Ces derniers sont 
ajoutés à des étapes différentes du « workflow » de l’analyse protéomique de type 
« bottom-up », et conditionnent directement le degré de l’exactitude et de la précision 
de mesure (Figure 10 ). 
 
I.2.3.2.1. Les standards peptidiques 
 
Les peptides standards (Accurate Quantification : AQUATM) sont des peptides 
de synthèse isotopiquement alourdis, de séquences identiques aux peptides 
trypsiques endogènes. Classiquement, les acides aminés [13C6 ; 
15N2] L-lysine, [
13C6 ; 
15N4] L-arginine sont utilisés (Gerber et al., 2003). Ces peptides standards sont 
ajoutés à l’échantillon au moment de l’analyse LC-MS (Figure 10 ). Le standard et le 
peptide endogène présentent des propriétés physico-chimiques identiques et 
adoptent un comportement semblable, caractérisé par une co-élution. A un temps 
d’élution donné, deux massifs isotopiques sont alors détectés lors de l’analyse MS, 
l’un correspondant au peptide léger (endogène), l’autre correspondant au peptide 
standard alourdi. Ces peptides marqués sont disponibles commercialement, et donc 
faciles à obtenir. Différents niveaux de pureté et de calibration sont disponibles. La 
calibration réalisée par le fournisseur est effectuée par analyse des acides aminés 
(AAA) (Fountoulakis and Lahm, 1998) (voir paragraphe III.1.2.4.2. ). 
 
 
- 54 - 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
Figure 10 : Les différents standards isotopiquement  alourdis disponibles pour 
une analyse de quantification absolue par stratégie  de dilution isotopique 
couplée à l’analyse par spectrométrie de masse . Le « workflow » d’une analyse 
protéomique classique est présenté, avec une étape de préfractionnement, de digestion trypsique et 
d‘analyse MS. Les standards peptidiques, concatémères ou protéiques sont ajoutés à des étapes 
différentes. 
 
L’exactitude et la reproductibilité (inter-peptides) de mesure conférée par ces 
standards présentent certaines limites, du fait des biais pouvant intervenir avant 
l’ajout du standard, durant les étapes de digestion trypsique et de préfractionnement. 
L’optimisation des conditions de digestion est donc un paramètre déterminant pour 
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assurer l’exactitude et la précision de mesure (Brownridge and Beynon, 2011), mais 
ne permet pas de prévenir les risques de précipitation ou d’adsorption, par exemple. 
Brun et al. ont d’ailleurs montré en 2007, les limites de l’utilisation des peptides 
standards pour la quantification absolue de deux toxines de staphylocoque, SEA 
(Staphylococcal Enterotoxin A) et TSST-1 (Toxic Shock Syndrome Toxin-1), dans de 
l’eau de consommation (Brun et al., 2007). Les résultats de cette étude montrent une 
sous estimation de 46 % de la toxine TSST-1 en utilisant le standard peptidique. 
Pour la protéine SEA, la quantification obtenue avec un peptide standard sous 
estime sa quantité de 56 %, tandis que l’utilisation d’un autre standard aboutit à une 
surestimation de 37 %, prouvant ainsi une exactitude de mesure limitée, mais aussi 
une faible reproductibilité inter-peptide. L’utilisation de ces standards sera discutée 
ultérieurement (voir paragraphe III.2.3. ), suite à des expériences menées au cours 
de cette thèse. 
 
I.2.3.2.2. Les standards concatémères 
 
Le standard concatémère (QconCAT) a été développé en 2005 afin de 
permettre le multiplexage des analyses quantitatives par spectrométrie de masse 
(Beynon et al., 2005). Dans cette approche, une « protéine artificielle », constituée 
d’un enchaînement de peptides trypsiques d’intérêts, est obtenue par ingénierie 
génétique. Ces peptides peuvent appartenir soit à la même protéine, soit à des 
protéines différentes, permettant ainsi un haut degré de multiplexage, par ajout d’un 
seul standard (différence majeure avec les AQUATM). A l’heure actuelle, grâce à ses 
capacités de multiplexage, le QconCAT est le seul standard impliqué dans une étude 
de quantification absolue à large échelle. Un programme visant à quantifier au 
minimum 4000 protéines chez la levure a été mis en place. Une revue décrit les défis 
soulevés par cette étude (Brownridge et al., 2011). Les productions de QconCAT 
sont réalisées in vivo dans des souches d’E. coli. Les quantités totales produites sont 
comprises entre 2 et 5 mg par 100 ml de culture, soit environ 20 à 100 nmol, si la 
taille moyenne est considérée à 50 kDa. Les standards QconCAT sont disponibles 
commercialement (www.polyquant.com). Comme pour les AQUATM, la calibration  
par le fournisseur est réalisée par AAA. 
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Ces standards sont ajoutés au moment de la digestion trypsique (Figure 10 ). 
Une limite majeure de cette approche est la différence du rendement de digestion 
entre le concatémère et la protéine endogène, dû à leurs conformations différentes. 
Dans l’étude décrite par Brun et al., l’utilisation de standards QconCAT aboutit à 
sous-estimer d’un facteur 2 les quantités des deux toxines SEA et TSST-1 (Brun et 
al., 2007). Brownridge et al. ont d’ailleurs publié une étude décrivant l’importance de 
l’étape de digestion dans les études quantitatives utilisant des standards QconCAT, 
et les conditions expérimentales nécessaires à une digestion optimales (Brownridge 
and Beynon, 2011). Notamment lors de la conception d’un standard concatémère, la 
présence d’acides aminés acides proches du site de clivage, ainsi qu’un site de 
clivage dibasique, sont à éviter. 
 
I.2.3.2.3. Les standards PrEST et le couplage aux c ultures SILAC 
 
 La conception de ces standards repose sur l’utilisation de la librairie PrEST 
(Protein Epitop Signature Tag), développée dans le cadre du projet « Human Protein 
Atlas » (Uhlén et al., 2005) , dont le but est de développer au moins deux anticorps 
monoclonaux pour chacune des protéines humaines. Les PrESTs sont composés 
d’environ 100 acides aminés correspondant à la séquence spécifique d’une protéine 
(10 à 15 peptides trypsiques), d’une étiquette composée de six histidines et d’une 
étiquette de solubilité ABP (Albumine Binding Protein). Ces constructions sont 
utilisées comme antigène pour la production d’anticorps monoclonaux. 
Dans le cadre des standards PrEST,  une ABP (Albumin Binding Protein) est 
produite in vivo en milieu SILAC (ABP-SILAC) puis quantifiée par la technique 
d’analyse des acides aminés (AAA). L’ABP-SILAC calibrée peut alors être utilisée 
pour quantifier l’ensemble des standards PrEST par comparaison des signaux des 
peptides trypsiques de l’ABP (présente sur le PrEST) et de l’ABP-SILAC. Les PrEST 
calibrés sont alors ajoutés dans un lysat de culture SILAC, avant digestion trypsique. 
Les ratios des peptides trypsiques légers (issus du PrEST) et lourds (issus de la 
protéine endogène marquée lors de la culture SILAC) permettent de déterminer la 
concentration absolue de la protéine endogène (Zeiler et al., 2012). Plusieurs PrEST 
peuvent être ajoutés dans un lysat, permettant un multiplexage de l’analyse. Zeiler et 
al. ont quantifié 40 protéines au cours d’une seule analyse dans des cellules HeLa 
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(Zeiler et al., 2012). La librairie PrEST comporte actuellement plus de 30 000 
constructions directement disponibles. Ces standards ne sont pas produits 
commercialement. 
 Cette approche présente deux limites majeures. D’abord le standard PrEST-
SILAC est comparable à un QconCAT qui enchaînerait plusieurs peptides de la 
même protéine. Par conséquent, la criticité de l’étape de digestion, et les limites 
d’exactitude de mesure associées, sont les mêmes que décrites précédemment 
(Brownridge and Beynon, 2011) (paragraphe I.2.3.2.2 ). Néanmoins, en comparaison 
aux standards QconCAT, la calibration est plus simple puisque seule l’ABP-SILAC 
est calibrée par analyse AAA, et peut être utilisée pour calibrer l’ensemble des 
standards PrEST. La deuxième limite est liée à la capacité de multiplexage, puisque 
tout comme l’AQUATM, un standard PrEST ne permet de quantifier qu’une seule 
protéine. En résumé, cette approche est rapide car une large librairie est disponible 
pour la production (limitée aux protéines humaines), mais cumule les inconvénients 
des standards AQUATM et QconCAT. 
 
I.2.3.2.4. Les standards protéiques 
 
Les standards protéiques sont des protéines recombinantes, identiques aux 
formes endogènes, et marquées isotopiquement. Ils sont ajoutés au stade précoce 
du processus d’analyse et subissent l’ensemble des étapes du « workflow » 
d’analyse protéomique (Figure 10 ). En considérant que le standard et la protéine 
endogène ont des propriétés similaires (hydrophobicité, structure primaire, 
secondaire, tertiaire,…), ces deux formes adoptent le même comportement 
(précipitation, adsorption, rendement de digestion) durant l’ensemble des étapes du 
« workflow » d’analyse protéomique, en particulier le préfractionnement et la 
digestion (Figure 10 ). L’utilisation d’un standard protéique permet donc de 
s’affranchir de l’ensemble des biais pouvant être introduits durant ces étapes. En 
comparaison aux standards peptidiques ou concatémères, les mesures gagnent en 
exactitude et précision (voir paragraphe I.2.2.3. ). Une revue des standards 
protéiques disponibles est établie ci-dessous, récapitulant leurs principes, avantages 
et limites. 
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I.2.3.2.4.1. Les standards PSAQ TM  
 
 Les standards PSAQTM (Protein Standard Absolute Quantification) sont des 
protéines marquées isotopiquement [13C6 ; 
15N2] L-lysine et / ou [
13C6 ; 
15N4] L-
arginine (Brun et al., 2007). Les protéines recombinantes sont exprimées en 
systèmes acellulaires procaryotes ou eucaryotes (Endo and Sawasaki, 2003), ou 
dans des souches auxotrophes pour la lysine et l’arginine, en fonction des propriétés 
du standard à produire (Picard et al., 2012). Brun et al. ont montré en 2007, le gain 
d’exactitude comparé à l’utilisation de standards peptidiques ou concatémères dans 
la détection de deux toxines de staphylocoques (Brun et al., 2007). Ces standards 
sont disponibles commercialement (http://www.promise-proteomics.com/). Leur 
dosage est réalisé par la méthode AAA. Une étude menée par Louwagie et al. a 
permis de mettre au point une méthode d’analyse AAA basée sur l’analyse par MS 
(AAA-MS), pour la calibration des PSAQTM (Louwagie et al., 2012). Cette méthode 
permet un gain de temps et une réduction de la quantité de standard nécessaire à la 
calibration (voir paragraphe III.1.2.4.2. ). 
Comme pour l’ensemble des standards protéiques, le multiplexage est limité. 
En effet, compte tenu du coût de ces standards et de la difficulté à produire certaines 
protéines, des études de quantification absolue à large échelle, telle que décrite pour 
la levure avec les QconCAT (Brownridge et al., 2011), sont difficilement 
envisageables. Ces standards sont donc souvent réservés aux études ciblées à 
faible taux de multiplexage (quelques dizaines de protéines ciblées), nécessitant des 
degrés d’exactitude et de précision importants. Par exemple, une étude menée en 
2012 visant à quantifier des biomarqueurs de l’infarctus du myocarde, a permis de 
mettre en évidence la capacité de multiplexage (4 protéines quantifiées 
simultanément), ainsi que l’exactitude de mesure conférée par les standards 
PSAQTM (Huillet et al., 2012). 
 
I.2.3.2.4.2. Les standards « Absolute SILAC »  
 
 Les standards « Absolute-SILAC » sont des protéines, produites in vivo, par 
culture dans un milieu SILAC supplémenté avec des acides aminés marqués, tels 
que [13C6 ; 
15N2] L-lysine et / ou [
13C6 ; 
15N4] L-arginine. Les cellules utilisées sont 
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donc des souches auxotrophes pour la lysine et l’arginine (Hanke et al., 2008). Les 
standards « Absolute SILAC » sont identiques aux standards PSAQTM. La différence 
réside dans le fait qu’à l’origine (ce qui n’est plus le cas actuellement), les PSAQTM 
étaient exclusivement produits en systèmes acellulaires, tandis que les « Absolute 
SILAC » l’étaient en cellules auxotrophes. Ces standards ne sont pas disponibles 
commercialement, les coûts peuvent être estimés aux alentours de ceux des 
PSAQTM  compte tenu du prix d’un milieu SILAC. Les limites de ce type de standards 
sont donc les mêmes que celles des PSAQTM : le coût et la capacité limitée de 
multiplexage. 
 
I.2.3.2.4.3. Les standards FLEXIQuant 
 
 Les standards FLEXIQuant sont des protéines, produites in vitro, dans des 
lysats de germes de blé (Endo and Sawasaki, 2003). Ces protéines recombinantes 
comportent une étiquette constituée de six histidines et d’un peptide trypsique 
artificiel, le FLEX-peptide de séquence unique (TENLYFQGDISR). Le FLEX-peptide 
est utilisé pour la calibration du standard protéique, au cours d’une étape de SID-MS, 
par ajout d’un peptide AQUATM (TENLYFQGDISR) non marqué comme référence. Le 
standard protéique n’est pas purifié du milieu de germe de blé. Pour la quantification 
d’une protéine dans un échantillon, l’ajout du FLEXIQuant est indissociable de 
l’introduction du lysat ayant permis sa production (Singh et al., 2009). Ce standard 
n’est pas disponible commercialement. Si aucune valeur du coût n’est disponible, le 
coût estimé est inférieur à celui d’un PSAQTM ou d’un « Absolute SILAC » car aucune 
étape de purification n’est nécessaire. Pour autant, sa production est onéreuse car 
nécessite des systèmes acellulaires et des acides aminés marqués. Le FLEXIQuant 
permet une production et une calibration rapide du standard protéique, tandis que 
l’étape de purification n’est pas nécessaire. Ce standard est donc plus approprié 
pour les études à large échelle que les standards protéiques décrits précédemment. 
La limite majeure du FLEXIQuant est la complexification de l’échantillon. En 
effet, chaque ajout de standard entraîne un ajout de lysat de germe de blé, 
entraînant une augmentation du bruit de fond. En ce sens, le multiplexage est 
difficile. 
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I.2.3.2.4.4. Standards protéiques marqués à l’azote  15N 
 
 Ces standards sont des protéines marquées avec l’isotope 15 de l’azote (15N) 
et produites in vivo. Pour l’obtention de ces standards, le clone surexprimant la 
protéine est cultivé dans un milieu minimum (présence uniquement de sels), dans 
lequel une seule source d’azote est disponible. Cette source, classiquement du 
chlorure d’ammonium ou du sulfate d’ammonium, est enrichie en 15N (98 % de 
pureté). Plusieurs études de quantification absolue sont basées sur l’utilisation de 
standards protéiques marqués à l’isotope 15N. Par exemple, Wang et al. ont utilisé 
ces standards pour la quantification de l’Apolipoprotéine E dans le cerveau chez des 
patients sains et atteints de la maladie d’Alzheimer (Wang et al., 2012). Dizdaroglu et 
al. ont quant à eux développé une stratégie de quantification absolue de deux DNA 
glycosylase, par utilisation d’analogues marqués 15N (Dizdaroglu et al., 2011).  
La production des protéines standards 15N est réalisée in vivo, permettant 
ainsi de produire de quantités importantes de standards, tout comme « l’Absolute 
SILAC » (voir paragraphe I.2.3.2.4.2. ). En comparaison aux stratégies utilisant des 
milieux riches, le marquage métabolique permet de réduire les coûts liés aux 
substrats, puisque les substrats marqués sont des sels, et non des acides aminés. 
Le prix reste néanmoins élevé ; dans la suite de ce manuscrit, ce prix a été évalué à 
1000 euros par standard (2.5 mg de standard) (voir paragraphe III.1.3 ). Initialement, 
l’utilisation du marquage 15N était compliquée, car l’incrément de masse entre les 
peptides légers et lourds n’est pas constant, comme cela est le cas dans les 
approches avec lysines et arginines marquées. Les logiciels actuels permettent de 
calculer automatiquement cet incrément (MacLean et al., 2010). Néanmoins, pour les 
peptides de taille importante, la différence de masse est élevée, et peut entrainer des 
inexactitudes de mesure, liées à des différences de fragmentation du peptide. Dans 
ce sens, le marquage des acides aminés lysine et arginine est un atout, puisque 
l’incrément de masse est faible et constant. Par contre le marquage de l’ensemble 
des acides aminés est un avantage considérable pour l’étape de calibration du 
standard par analyse AAA-MS, puisque tous les acides aminés peuvent être utilisés 
(Louwagie et al., 2012) (voir paragraphe III.1.2.4. ). Comme toutes les approches 
utilisant des standards protéiques, l’utilisation des standards 15N est peu adaptée aux 
études de protéomique quantitative absolue à large échelle, car certaines protéines 
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peuvent être difficiles à produire. Néanmoins, compte tenu des moindres coûts de 
production, les standards 15N sont le meilleur compromis pour l’obtention de données 
quantitatives exactes (standards protéiques) dans des études à moyenne échelle 
(quelques centaines de protéines). 
 
I.2.3.2.5. Conclusion et choix pour notre étude  
 
De nombreux standards sont disponibles pour la quantification absolue par 
stratégie de dilution isotopique, présentant tous leurs avantages et leurs 
inconvénients (Tableau 1 ). Le choix d’un standard prend en compte plusieurs 
critères, dépendants de la question biologique posée. Les critères principaux à 
considérer sont l’exactitude et la précision de mesure, la capacité de multiplexage, la 
quantité disponible et le prix. Le tableau présenté, loin d’être exhaustif synthétise les 
informations pour chaque standard, en récapitulant les points très forts (++), forts (+) 
et faibles (-). La lecture par ligne de ce tableau permet de choisir un standard en 
fonction des besoins d’une étude. Typiquement, pour une étude ne nécessitant pas 
un haut degré d’exactitude mais un haut degré de multiplexage, le choix s’orientera 
vers un standard QconCAT (Tableau 1 ). 
Après évaluation de l’ensemble de ces paramètres, les standards protéiques 
ont été identifiés comme les plus intéressant pour atteindre les objectifs de notre 
étude. En effet, les données nécessaires à la modélisation doivent être exactes et 
précises. L’objectif est la quantification d’une vingtaine de protéines du métabolisme 
central de la bactérie E. coli, donc une analyse ciblée. Les protéines à exprimer étant 
des protéines bactériennes d’E. coli, le choix s’est orienté vers une production in vivo 
dans des bactéries E. coli. Un milieu minimum enrichi à l’isotope 15N a été utilisé, afin 
de limiter les coûts associés au substrat, et de pouvoir produire des quantités 
importantes de standards. 
 
- 62 - 
 
 
 
Tableau 1 : tableau récapitulatif des standards dis ponibles pour les stratégies de quantification abso lue par dilution 
isotopique couplée à la spectrométrie de masse . Les points très fort (++), forts (+) et faibles (-) de chaque standard sont synthétisés. Différents 
critères sont considérés, l’exactitude de mesure, la précision inter-peptides, la quantité produite et le coût. La capacité de multiplexage est distinguée selon 
deux critères. (1) Le critère technique, qui tient compte de la « facilité » d’obtention des standards, et du pouvoir intrinsèque de multiplexage du standard. La 
« facilité » d’obtention est un point faible pour tous les standards protéiques car la production de protéines recombinantes peut s’avérer fastidieuse. 
L’obtention d’un AQUATM ou QconCAT est en revanche plus simple. Un standard protéique ne quantifie qu’une seule protéine, ce qui est également un point 
négatif. Le QconCAT, au contraire, est le seul qui permet de quantifier plusieurs protéines par ajout d’un seul standard (2) Le critère économique, qui est un 
point faible pour les standards PSAQTM, Absolute SILAC et FLEXIQuant compte tenu du milieu de production, contenant des acides aminés marqués 
isotopiquement. Ce critère est en revanche un point fort pour les standards 15N, compte tenu du faible coût des substrats, et très fort pour les QconCAT car un 
seul peptide permet la quantification de plusieurs protéines. La facilité d’analyse correspond à l’incrément de masse constant ou non. Dans le cas de 
l’utilisation de peptides longs, l’incrément de masse trop important entre la version lourde et légère peut biaiser la quantification. 
 
 
Standard Exactitude Précision Quantité produite Coût Mul tiplexage Multiplexage Facilité d'analyse Références
(inter-peptides) (critère technique) (critère économique)
Peptidiques AQUATM - - + + + + + Gerber et al ., 2003
QconCAT - - + + + + + + + Beynon et al ., 2005
PrEST-SILAC - - + + + + + Zeiler et al ., 2012
PSAQTM + + + + + - - - + Brun et al ., 2007
Absolute SILAC + + + + + - - - + Hanke et al ., 2008
FLEXIQuant + + + + - - - - + Singh et al ., 2009
Standards 15N + + + + + + - + - Wang et al ., 2012 & cette étude
Concatémères
Protéiques
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La production des standards est une première étape dans une stratégie 
d’analyse protéomique quantitative. La seconde étape consiste à choisir 
l’instrumentation et le mode d’analyse MS. L’utilisation de standards protéiques pour 
la quantification absolue est souvent associée à une analyse ciblée, permettant une 
meilleure sélectivité et sensibilité d’analyse. La méthode de choix à l’heure actuelle 
est l’analyse ciblée par SRM (Selected Reaction Monitoring), mais les récentes 
avancées technologiques font apparaître des alternatives, notamment la méthode 
PRM (Parallel Reaction Monitoring). 
 
I.2.4. Les méthodes de spectrométrie de masse adapt ées à la quantification 
absolue et ciblée par stratégie de dilution isotopi que 
  
La stratégie de dilution isotopique couplée à l’analyse par SRM (Selected 
Reaction Monitoring) est aujourd’hui la méthode de choix pour la quantification 
absolue des protéines par spectrométrie de masse (Gallien et al., 2011). De 
nombreuses revues sont d’ailleurs disponibles sur l’utilisation de la SRM en 
protéomique quantitative (Lange et al., 2008) (Elschenbroich and Kislinger, 2011) 
(Gallien et al., 2011). Le chapitre qui suit décrit le principe, et les récentes 
innovations de la SRM, ainsi que ses limites (Picotti and Aebersold, 2012). Une des 
alternatives possible, la PRM (Parallel Reaction Monitoring) sera également 
présentée. 
 
I.2.4.1. L’analyse ciblée par SRM (Selected Reactio n Monitoring) 
  
I.2.4.1.1. Le principe de la SRM 
 
La spectrométrie de masse SRM est réalisée sur des appareils de type triple 
quadripôle (Figure 11 ), permettant deux étapes successives de sélection. Après 
ionisation dans la source, l’application d’un champ électrique défini sur ses 
électrodes va permettre au premier quadripôle (Q1) d’isoler spécifiquement un ion de 
masse m/z choisie. Cet ion est alors transféré dans le second quadripôle (cellule de 
collision Q2) où il va être fragmenté par collision avec un gaz (azote). Les ions 
obtenus sont principalement des ions y et b ; c'est-à-dire que la rupture opère au 
niveau des liaisons peptidiques (Roepstorff and Fohlman, 1984). Enfin le dernier 
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quadripôle (Q3) permet une seconde étape de filtre en sélectionnant spécifiquement 
un ion fils de masse m/z, qui est finalement transféré au détecteur. Ce couple ion 
précurseur / ion fragment, appelé transition, confère un haut degré de spécificité à 
l’analyse (Elschenbroich and Kislinger, 2011). 
 
 
 
 
 
 
Figure 11 : Principe d’analyse en mode SRM sur un i nstrument de type triple 
quadripôle . Les ions de masse m/z prédéfinie sont d’abord sélectionnés dans un premier 
quadripôle Q1, puis envoyés dans une cellule de collision Q2. Enfin les ions fragments de masse m/z 
prédéfinie sont sélectionnés dans le dernier quadripôle Q3. Le couple ion précurseur / ion fragment 
est appelé transition.  
 
 
L’analyse SRM est par essence une technique ciblée, qui nécessite une étape 
de sélection des transitions à suivre. L’ensemble de ces transitions sont regroupées 
dans une liste appelée méthode SRM. La phase de conception peut se diviser en 
cinq étapes, telles que décrites par Gallien et al.  (Figure 12)  (Gallien et al., 2011). 
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Figure 12 : Conception d’une méthode de SRM . Ce développement se divise en 5 
phases, (1) la sélection des protéines, (2) la sélection des peptides, (3) la sélection des transitions, (4) 
la validation des transitions, (5) l’optimisation des paramètres instrumentaux. 
 
Ces étapes sont : (1) La définition des protéines à suivre. Ce choix est dépendant de 
la question biologique posée. Dans le cas d’études de validation de biomarqueurs 
par exemple, la liste des protéines ciblées est définie à partir d’expériences 
précédentes, ou des données bibliographiques. Dans le cas d’études du 
métabolisme, les enzymes des voies métaboliques d’intérêt sont choisies. (2) Le 
choix des peptides à suivre. Ces peptides doivent être protéotypiques, c’est à dire 
avoir une séquence unique et être facilement détectables par MS (Mallick et al., 
2007). L’unicité de séquence (dans le protéome considéré) est vérifiée en utilisant 
des outils d’alignement de séquences protéiques contre des banques de données 
protéiques. Pour la détectabilité par MS, le cas idéal est celui où les protéines 
choisies sont disponibles sous leurs formes purifiées. Dans le cas contraire, le choix 
peut s’effectuer en consultant des répertoires de données expérimentales tels que 
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PeptideAtlas (Deutsch et al., 2008), PRIDE (Vizcaíno et al., 2013), ou Tranche 
(Falkner and Andrews, 2007). Dans le cas où les peptides ne sont pas présents dans 
les banques de données, des logiciels ont été développés, permettant de prédire la 
détectabilité des peptides, tels que ESPredictor (Fusaro et al., 2009) ou encore 
Detectability Predictor (Tang et al., 2006). (3) La sélection des transitions. Cette 
étape peut être réalisée expérimentalement si les peptides ou protéines purifiés sont 
disponibles. Dans le cas contraire, des répertoires de données ont été développés tel 
que SRMAtlas, répertoire issu du projet PeptideAtlas (www.srmatlas.org). Afin 
d’optimiser la sélectivité, des ions fragments avec un m/z supérieur à l’ion précurseur 
sont préférés. (4) La validation des transitions. Dans le cas de l’utilisation de peptides 
standards, la co-élution, ainsi que l’intensité relative des transitions des versions 
peptidiques lourdes et légères, permettent de vérifier la spécificité des transitions. 
L’acquisition du spectre MS/MS issu de la fragmentation dans le Q2 peut également 
permettre la validation de la transition. L’utilisation de plusieurs transitions permet de 
s’assurer statistiquement de la validité de chacune. Une librairie de peptides 
synthétiques non purifiés peut aussi être utilisée pour la validation des transitions 
(Picotti et al., 2010). (5) L’optimisation des transitions. L’intensité du signal est 
conditionnée par la combinaison de l’efficacité d’ionisation, du transfert à travers 
l’analyseur et de la fragmentation. Idéalement, l’amélioration de la fragmentation doit 
être réalisée pour chaque peptide, en optimisant l’énergie de collision (EC). 
Différentes études montrent que le gain de sensibilité, suite à cette étape, n’excède 
pas 2 pour la plupart des transitions, par rapport à une EC non optimisée (Maclean et 
al., 2010) (Sherwood et al., 2011). L’optimisation de l’EC est donc intéressante pour 
les études nécessitant une sensibilité particulièrement haute. L’EC, dans les faits, est 
souvent calculée par une équation constructeur, fonction du m/z du peptide  EC = a * 
m/z + b (a et b sont des constantes définies par le constructeur). 
 
I.2.4.1.2. Le multiplexage des analyses 
 
Dans les approches de quantification absolue, la SRM confère un degré de 
spécificité supérieur, en comparaison aux analyses telles que l’ELISA (voir 
paragraphe I.1.7 ). Un autre avantage est sa capacité de multiplexage, c'est-à-dire 
quantifier plusieurs protéines au cours d’une seule analyse LC-MS. En mode SRM « 
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classique » les transitions sont recherchées en continu sur l’ensemble du temps 
d’analyse ; l’instrument effectue un scan successif de toutes les transitions définies 
dans la méthode avant de recommencer un nouveau cycle. Les paramètres critiques 
à considérer sont le temps de cycle, le nombre de transitions et le dwell time (temps 
de scan de chaque transition) ; avec temps de cycle = dwell time x nombre de 
transitions. Par exemple, si on considère 100 transitions avec un dwell time de 20 
ms, un temps de cycle théorique maximum de 2 secondes est obtenu. Si les pics 
chromatographiques ont une largeur à la base de 30 secondes, entre 10 et 15 points 
d’acquisition sont obtenus par pic chromatographique. Une augmentation trop 
importante du nombre de transitions peut donc conduire à une augmentation 
importante du temps de cycle, aboutissant à un nombre insuffisant de points pour la 
définition du pic chromatographique. Une solution possible est d’abaisser le dwell 
time. Comme expliqué par Lange et al. (Lange et al., 2008), le dwell time ne doit pas 
être fixé au dessous de 10 - 15 ms, afin d’accumuler suffisamment d’ions, et de 
conserver la sensibilité d’analyse (ce dwell time tend à diminuer avec les nouveaux 
instruments). Dans le même temps, le nombre de points par pic ne doit pas être 
inférieur à 8 pour conserver une définition correcte des pics chromatographiques. 
Pour scanner un nombre important de peptides, la difficulté consiste donc à trouver 
un compromis entre nombre de transitions scannées et le dwell time. De récents 
développements ont permis de surpasser les difficultés présentées ci-dessus. 
 
I.2.4.1.2.1. Le mode « scheduled time » SRM 
 
Le mode « scheduled time » SRM (scSRM) est une réponse aux limites 
précédemment décrites. Ce mode impose la contrainte temps ; une transition est 
scannée uniquement sur une fenêtre de temps (1 à 6 min généralement), 
correspondant au temps de rétention du peptide sélectionné (Stahl-Zeng et al., 
2007). Plus cette fenêtre est petite, plus le nombre de fenêtres durant le gradient est 
important. Le temps de cycle dans une fenêtre est directement dépendant du nombre 
de transitions, comme expliqué ci-dessus (voir paragraphe I.2.4.1.2. ). Ainsi, en 
gardant un nombre constant de transitions suivies dans chaque fenêtre, le temps de 
cycle n’est pas modifié, et l’augmentation du nombre de fenêtre augmente la 
capacité de multiplexage (= le nombre de transitions suivies). La scSRM permet 
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d’augmenter considérablement le nombre de transitions scannées, en conservant un 
dwell time approprié dépendant de l’instrument, et sans affecter le temps de cycle. 
La définition des transitions est donc meilleure (plus de points par pics). En 
contrepartie, ce mode d’analyse nécessite d’optimiser les conditions 
chromatographiques, en termes de séparation des peptides et de reproductibilité des 
temps de rétentions inter-analyses. Dans le cas de conditions chromatographiques 
très reproductibles, les fenêtres de temps utilisées pour scanner un peptide peuvent 
être réduites, et l’analyse SRM divisée en un nombre de fenêtres plus important. En 
2012, Gallien et al. ont montré que l’utilisation de peptides de référence (Peptide 
Trainer Kit) permet l’analyse en temps réel des profils d’élution, et l’ajustement des 
fenêtres de scan  (Gallien et al., 2012b). 
 
I.2.4.1.2.2. La SRM intelligente 
 
En 2011, Kiyonami et al. ont développé la SRM intelligente (iSRM), afin 
d’augmenter encore le nombre de peptides scannés (Kiyonami et al., 2011). Ce 
mode d’analyse est une amélioration du mode scSRM (voir paragraphe I.2.4.1.2.1. ). 
La iSRM consiste à alterner entre deux modes. Le mode compound dependant, où 
seulement des transitions dites « primaires » sont suivies, et le mode data dependant 
où les transitions dites « secondaires » sont scannées. 
En effet, deux transitions (transitions primaires) sont suivies en continu sur la fenêtre 
de temps fixée, tandis que le scan des autres transitions (transitions secondaires, 
généralement six) est déclenché par la détection des transitions primaires. La 
quantification est réalisée en intégrant l’aire des transitions primaires, les 
secondaires étant utilisées pour valider la spécificité des transitions primaires 
(Figure 13 ). L’analyse en iSRM permet d’augmenter le nombre de transitions 
scannées au cours du gradient, afin de suivre plus de peptides. L’étude menée par 
Kiyonami et al. a montré une capacité de multiplexage permettant de suivre 6000 
transitions (757 peptides) au cours d’une seule analyse de 60 min. 
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Figure 13 : Principe de fonctionnement du mode iSRM  (D’après Kiyonami et 
al.). (A) Logique de fonctionnement de la iSRM. Deux transitions d’un peptide donné sont scannées 
en continu sur une fenêtre de temps fixée. Leur détection déclenche le mode data dependant lorsque 
les deux transitions atteignent un seuil prédéfini. Un délai est fixé de manière à ce que l’acquisition 
data dependant s’effectue à l’apex du pic. Un délai d’exclusion est également appliqué afin de ne 
déclencher l’acquisition data dépendant qu’une ou deux fois pour un peptide. (B et C ) Evénement 
iSRM primaire et secondaire. (D) Intensité de signal de l’évènement primaire. (E) Intensité de signal 
de l’évènement secondaire. 
 
I.2.4.1.3. Réflexions concernant la SRM et l’instru mentation 
 
La SRM est actuellement la méthode incontournable pour la quantification 
ciblée, absolue ou relative, mais présente certaines limites en termes de capacités 
de multiplexage, de sensibilité ou encore de spécificité (Picotti and Aebersold, 2012). 
Les capacités maximum de multiplexage sont aujourd’hui limitées à 1000 et 
6000 transitions par heure, correspondant à 100 et 750 protéines, respectivement 
pour la scSRM et la iSRM. Cette capacité est dépendante de l’optimisation des 
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conditions chromatographiques (voir paragraphe I.2.4.1.2.1. ). L’utilisation de 
mélanges peptidiques, avec des temps d’élution distribués sur l’ensemble du 
chromatogramme, peut permettre d’améliorer la prédiction des temps de rétention, et 
ainsi de corriger les fenêtres de scan des autres peptides en temps réel (Gallien et 
al., 2012b). 
La sensibilité des analyses doit être améliorée, notamment en diminuant la 
gamme dynamique de l’échantillon ou le bruit de fond de l’analyse. La SRM est une 
technique capable de mesurer la concentration de protéines sur 4 à 5 ordres de 
magnitude (Picotti et al., 2009) (Kuzyk et al., 2009). Le sérum par exemple présente 
une gamme dynamique de 12 ordres de magnitude. Les techniques de 
préfractionnement les plus communes permettent un gain de sensibilité d’environ 3 
ordres de magnitude. Les protéines les plus minoritaires sont donc encore difficiles à 
détecter ou quantifier. Les améliorations des techniques de préfractionnement sont 
une possibilité, au risque d’introduire des biais dans la quantification, d’engendrer 
des pertes d’échantillon, et de limiter les analyses à haut débit. Certaines innovations 
instrumentales permettent d’améliorer la sélectivité, notamment la MRM cube 
(MRM3) sur des instruments de type QTRAP. Dans cette technique, une étape 
supplémentaire de fragmentation et de sélection des ions fragments est réalisée 
dans une trappe linéaire, située au niveau du Q3 de l’instrument (Figure 11 ). Cela 
permet d’améliorer la spécificité, et donc d’abaisser le bruit de fond. Ainsi le ratio 
signal / bruit est augmenté, permettant de diminuer la limite basse de quantification 
(LLOQ) (Fortin et al., 2009). Néanmoins, cette approche augmente le temps de cycle 
de l’instrument, et diminue donc la capacité d’analyse à haut débit. 
Malgré le gain de sélectivité conféré par les deux étapes de filtre en SRM (au 
niveau du précurseur et de l’ion fragment), la résolution unitaire du quadripôle ne 
permet pas une élimination systématique des interférences (Sherman et al., 2009a), 
qui peuvent alors altérer la précision et l’exactitude de mesure. Pour pallier ces 
limitations, plusieurs solutions existent. Une validation manuelle des transitions peut 
être effectuée, mais cette solution est chronophage et comporte un risque de 
validation subjective en fonction de l’utilisateur. Des solutions informatiques sont 
disponibles pour automatiser cette étape. Par exemple, un algorithme nommé AuDIT 
a été développé pour automatiser la détection des transitions polluées par des 
interférences dans les expériences de quantification (Abbatiello et al., 2010). Ceci 
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permet d’augmenter la précision et l’exactitude de mesure. D’autres solutions 
permettent de prédire les transitions sur la base de leur unicité de séquence. Pour 
cela les interférences des transitions des peptides d’intérêt sont simulées en utilisant 
une base de données. Celle-ci est composée de l’ensemble des transitions 
théoriques résultant de la digestion trypsique in silico du protéome ciblé (Sherman et 
al., 2009b). Cette approche présente certaines limites, puisque les modifications 
post-traductionnelles ainsi que les éventuels peptides non clivés, sont difficiles à 
prendre en compte. 
 
En résumé, bien qu’elle soit la méthode de référence dans les expériences de 
quantification absolue des protéines, la SRM souffre de certaines limitations de 
sensibilité, de multiplexage et de spécificité. Des réponses sont apportées grâce au 
développement d’outils informatiques, et aux développements instrumentaux. 
Typiquement, la MRM cube a permis de surpasser certaines limites de spécificité, au 
prix d’un degré de multiplexage inférieur. Récemment, les appareils à haute 
résolution HR/HM (High Resolution / Accurate Mass) sont apparus comme des 
alternatives prometteuses. Ces analyses sont réalisées classiquement sur des 
appareils nouvelle génération, composés d’un analyseur Orbitrap (Olsen et al., 
2009), permettant de distinguer les composés d’intérêts des interférences. La 
spécificité d’analyse est donc augmentée, et donc potentiellement la sensibilité. La 
gamme dynamique mesurable est quant à elle inférieure à celle d’une trappe linéaire. 
Dans une étude menée sur un instrument à analyseur Orbitrap (Exactive), Kaufman 
et al. ont montré, que des pertes de signal d’un analyte d’intérêt peuvent se produire, 
lorsqu’ils sont co-élués avec d’autres ions multichargés. Les analyses en matrices 
complexes peuvent donc induire des pertes complètes d’un analyte d’intérêt sur des 
analyseurs à haute résolution. (Kaufmann et al., 2010). Le nouvel instrument Q-
Exactive, qui combine un quadripôle et un analyseur Orbitrap, représente une 
alternative intéressante. Cet instrument permet de faire une première étape de 
sélection, puis une mesure de masse HR/AM, c'est-à-dire une première étape de 
décomplexification de l’échantillon pour améliorer la gamme dynamique, suivi d’une 
analyse à haute résolution (Gallien et al., 2012a). 
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I.2.4.2. L’analyse ciblée sur un instrument quadrip ôle-Orbitrap 
 
 L’instrument Q-exactive est constitué de quatre éléments principaux. Le 
quadripôle, qui permet de sélectionner un précurseur de m/z désiré, la C-trap qui 
permet d’accumuler les ions, la cellule HCD (High-energy Collision Dissociation), et 
l’analyseur à haute résolution Orbitrap (Figure 14 ). Cette configuration permet de 
réaliser des analyses ciblées, grâce à la sélection d’un peptide précurseur dans le 
quadripôle. Contrairement à la SRM, une seconde étape de filtre n’est pas 
physiquement possible. Cette seconde étape de sélection est apportée par la haute 
résolution que confère l’analyseur Orbitrap.  
 
 
Figure 14 : Représentation schématique de l’instrum ent Q-Exactive (Thermo) . 
L’instrument est constitué de quatre éléments principaux. (1) un quadripôle, (2) une C-trap, (3) une 
cellule HCD, (4) un analyseur Orbitrap. 
 
En comparaison aux précédents instruments couplant des trappes linéaires à un 
analyseur Orbitrap, le couplage avec un quadripôle permet d’améliorer la vitesse de 
transfert des ions. De plus, le Q-Exactive a une vitesse d’analyse augmentée, grâce 
à l’amélioration de la rapidité de la cellule HCD (Michalski et al., 2011). 
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I.2.4.2.1. Les modes d’analyses ciblées sur un inst rument quadripôle-
Orbitrap : gain de spécificité et de rapidité 
 
Sur un instrument quadripôle-Orbitrap, deux modes sont disponibles pour une 
analyse ciblée. Les modes SIM (Single Ion Monitoring) et PRM (Parallel Reaction 
Monitoring) qui correspondent respectivement à une analyse ciblée MS ou MS/MS. 
Le mode SIM consiste à isoler dans le quadripôle les ions correspondant à une 
fenêtre de m/z incluant le peptide d’intérêt. Les analytes sélectionnés dans cette 
fenêtre de m/z sont accumulés dans la C-trap, puis envoyés dans l’analyseur 
Orbitrap pour analyse MS. 
Dans le mode PRM, les ions accumulés dans la C-trap sont transférés vers la cellule 
HCD pour subir une étape de fragmentation. Les ions fragments sont transférés via 
la C-trap vers l’analyseur Orbitrap (Figure 15 ). Le spectre MS/MS de l’ensemble des 
ions sélectionné dans la fenêtre m/z du quadripôle est alors obtenu. C’est la haute 
résolution conférée qui permet d’identifier les pics du spectre MS/MS. Le couple ion 
parent / ion fragment est assimilable à une transition SRM. En PRM le processus de 
quantification est similaire à celui de la SRM, puisqu’il repose sur la mesure de l’aire 
des pics du chromatogramme pour chaque transition.   
Contrairement à la SRM, l’ensemble les ions fragments est suivi, et leur sélection est 
réalisée post-analyse. Ainsi la connaissance des fragments MS/MS n’est pas 
nécessaire pour bâtir la méthode d’acquisition, ce qui aboutit à un gain de temps, et 
une liberté de choix post-analyse. De plus, la haute résolution de l’Orbitrap, couplée 
à la sélection de l’ion parent dans le quadripôle, confère un degré de spécificité 
intéressant. La PRM peut donc apporter une réponse à deux des limites de la SRM : 
une augmentation de la rapidité d’analyse, et une amélioration de la spécificité 
(principalement dans les matrices complexes comportant de nombreuses 
interférences). Gallien et al. ont montré en 2013 l’intérêt de la PRM pour 
l’amélioration de la spécificité dans des échantillons complexes, et en conséquence 
une meilleure sensibilité d’analyse. Pour cela, 35 peptides isotopiquement alourdis 
ont été ajoutés dans un échantillon d’urine, et analysés par SRM et PRM. Le gain de 
spécificité permet d’abaisser la LLOQ pour 61 % des transitions en comparaison à 
une analyse SRM (Gallien et al., 2013).  
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Figure 15 : Approches de protéomique ciblée basées sur l’utilisation d’un 
spectromètre de masse quadripôle-Orbitrap Q-Exactiv e (d’après Gallien et al., 
2012). (A) Une listes des peptides à suivre est définie, puis une méthode établie, comprenant  le 
m/z des peptides d’intérêts et leur temps de rétention. L’analyse ciblée sur l’instrument quadripôle-
Orbitrap peut être effectuée selon deux modes : le mode SIM (Single Ion Monitoring) basé sur une 
analyse ciblée MS ; le mode PRM (Parallel Reaction Monitoring) basé sur une analyse ciblée MS/MS. 
(B) Dans le mode SIM, les ions correspondant à une fenêtre de m/z qui inclue le peptide d’intérêt sont 
isolés dans le quadripôle (1), transmis dans la C-Trap (2) puis transférés pour une analyse MS dans 
l’analyseur Orbitrap (3). (C) Dans le mode PRM, les ions correspondant à une fenêtre de m/z qui 
inclue le peptide d’intérêt sont isolés dans le quadripôle (1), transmis dans la cellule HCD via la C-
Trap. Les ions fragments sont générés et accumulés (2), les ions fragments sont alors transférés dans 
la C-Trap (3) puis transférés pour une analyse MS/MS dans l’analyseur Orbitrap (4).  
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I.2.4.2.2. Les analyses séquentielles et multiplexé es 
 
Dans les analyses ciblées, un des objectifs est de quantifier un nombre 
important de peptides au cours d’une seule analyse LC-MS. Pour cela, comme en 
SRM, le temps de rétention est utilisé comme contrainte afin de scanner les peptides 
sur une fenêtre de temps réduite, comme expliqué pour la scSRM (Stahl-Zeng et al., 
2007) (voir paragraphe I.2.4.1.2.1. ).  
Qu’il s’agisse du mode SIM ou PRM, deux méthodes d’analyse sont possibles, le 
mode séquentiel ou multiplexé. En mode séquentiel, le peptide suivi est accumulé 
puis transféré vers l’analyseur Orbitrap. En mode multiplexé, différentes fenêtres m/z 
sont isolées pour sélectionner différents précurseurs, accumulés dans la C-trap. 
L’ensemble des ions précurseurs est alors transféré puis détecté simultanément en 
une seule analyse Orbitrap, générant un spectre MS/MS complexe. En mode 
multiplexé jusqu’à 10 précurseurs peuvent être sélectionnés. Gallien et al., en 2012, 
ont montré la capacité de suivre 770 peptides en une seule analyse LC MS/MS de 
60 minutes (Gallien et al., 2012a).   
 
En conclusion, la PRM sur un instrument Q-Exactive est une alternative 
intéressante à la SRM, puisqu’elle pourrait permettre a priori d’améliorer les 
capacités de multiplexage, et de spécificité (en matrice complexe) en comparaison à 
la SRM. Excepté les travaux de Gallien et al. en 2012 et 2013, peu d’études sont 
aujourd’hui disponibles sur l’utilisation de la PRM pour des stratégies de 
quantification absolue. Nous avons donc décidé d’explorer ce mode d’analyse durant 
la dernière partie de ces travaux de thèse (voir paragraphe III.3. ) 
 
I.2.4.3. Les applications de la protéomique quantit ative absolue et ciblée 
 
 La quantification absolue par stratégie de dilution isotopique couplée à une 
analyse ciblée par MS est une approche utilisée dans différents domaines tels que la 
protéomique clinique, ou encore les études de biologie des systèmes. Par exemple, 
en protéomique clinique, des standards isotopiquement alourdis PSAQTM couplés à 
une analyse SRM, ont été utilisés pour la détection et la quantification de 4 
biomarqueurs de l’infarctus dans des sérums de patients sains et malades. Dans 
cette étude un biomarqueur présent à des concentrations de l’ordre de 5 ng/ml a pu 
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être quantifié (troponine I) (Huillet et al., 2011). Dans une autre étude Kuzyk et al. ont 
quantifié simultanément 45 protéines dans du plasma, par utilisation de peptides 
standards lors d’une analyse en mode SRM (Kuzyk et al., 2009).  
En biologie des systèmes, Picotti et al. ont utilisé des standards peptidiques pour la 
quantification absolue de 45 protéines impliquées dans le métabolisme central de la 
levure Saccharomyces cerevisiae (S. cerevisiae). L’analyse en mode scSRM a 
permis de quantifier les enzymes présentes jusqu’à 50 copies / cellule sans aucune 
étape de préfractionnement. L’utilisation de techniques d’isoelectrophorèse (IEF), 
pour préfractionner l’échantillon, a permis de quantifier des enzymes présentes à des 
quantités inférieures à 10 copies / cellule. A l’heure actuelle, cette étude est 
probablement la plus sensible réalisée chez la levure (Picotti et al., 2009). Plus 
récemment, Carroll et al. ont quantifié les enzymes de la voie de la glycolyse chez la 
levure S. cerevisiae, en utilisant un seul QconCAT comprenant 2 à 3 peptides pour 
27 enzymes (dont des isoenzymes). Ce concatémère a permis la quantification 
d’enzymes dont les quantités sont comprises entre 14 000 et 1 million de copies / 
cellule (Carroll et al., 2011). Aussi la mesure de concentration absolue de différentes 
isoenzymes dans la voie de la glycolyse chez la levure a été utilisée pour améliorer 
la performance des modèles de prédiction des flux métaboliques, comme expliqué 
précédemment (voir paragraphe I.1.6 ) (Smallbone et al., 2013). Cette stratégie 
QconCAT est à l’heure actuelle développée pour quantifier plus de 4000 protéines 
chez S. cerevisiae, c’est à dire une étude à large échelle (Brownridge et al., 2011). 
Actuellement, aucune étude de biologie des systèmes, à large ou moyenne échelle, 
n’utilise de standards protéiques. En particulier, la quantification absolue des 
protéines du métabolisme central chez E. coli n’a pas été décrite. C’est de ce constat 
qu’est né ce travail de thèse, afin de pouvoir implémenter des modèles de prédiction 
des flux métaboliques pour la bactérie E. coli. 
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II. Présentation du sujet de thèse 
 
La mise en  place de ces travaux de thèse résulte d’un partenariat entre un 
industriel (METabolic Explorer / Clermont-Ferrand) et un laboratoire académique 
(Laboratoire EDyP / CEA Grenoble). En ce sens, les objectifs fixés devaient 
répondre aux contraintes économiques inhérentes à une activité industrielle et aux 
attentes scientifiques d’un laboratoire académique. 
L’objectif global consistait à mettre en place une méthode de quantification 
absolue et multiplexe des protéines du métabolisme central chez la bactérie E. 
coli , afin de pouvoir implémenter des modèles de prédiction des flux métaboliques. 
Dans un premier temps 22 enzymes du métabolisme central de la bactérie E. coli ont 
été sélectionnées. Ces enzymes sont réparties sur l’ensemble des voies du 
métabolisme central, à savoir la glycolyse, le cycle de Krebs (TCA), la voie des 
pentoses phosphates (PPP), les voies anaplérotiques, et le shunt glyoxylique 
(Figure 16 & Tableau 2 ). Ceci permet d’avoir une cartographie générale de la 
réponse du métabolisme central à un stress.  
 
 
Nom raccourci Nom
GAPA Glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase A
PCKA Phosphoenolpyruvate carboxykinase [ATP]
ACEA Isocitrate lyase
ZWF Glucose-6-phosphate 1-dehydrogenase
GLTA Citrate synthase
MAEB NADP-dependent malic enzyme
GLK Glucokinase
PPC Phosphoenolpyruvate carboxylase
TKTB Transketolase 2
G6PI Glucose-6-phosphate isomerase
DHSA Succinate dehydrogenase flavoprotein subunit
DLDH Dihydrolipoyl dehydrogenase
MDH Malate dehydrogenase
SUCC Succinyl-CoA ligase [ADP-forming] subunit beta
ALK KHG/KDPG aldolase
GPMA 2,3-bisphosphoglycerate-dependent phosphoglycer ate mutase
TPIA Triosephosphate isomerase
ICDA Isocitrate dehydrogenase [NADP]
ACKA Acetate kinase
PPSA Phosphoenolpyruvate synthase
ACEE Pyruvate dehydrogenase E1 component
ACEB Malate synthase A  
 
 
Tableau 2 : Listes des 22 enzymes sélectionnées au cours des travaux de 
thèse. 
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Figure 16 : Représentation schématique des voies du  métabolisme central de 
la bactérie E. coli . Les 22 enzymes sélectionnées dans cette étude sont indiquées avec leur nom 
raccourci (Tableau 2). Ces 22 enzymes sont réparties dans l’ensemble des voies du métabolisme 
central, la glycolyse, le cycle de krebs (TCA), la voie des pentoses phosphates (PPP), le shunt 
glyoxylique et les voies anaplérotiques. 
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Le but des travaux consistait à mettre au point un « workflow » d’analyse 
rapide, simple, multiplexe et relativement peu onéreux, pouvant être utilisé « en 
routine » dans les laboratoires R & D du partenaire industriel. Dans un premier 
temps, ce « workflow » a été développé sur les 22 enzymes décrites ci-dessus. Les 
travaux se sont déroulés en 3 phases (Figure 17 ). 
 
La première phase a consisté à choisir les standards les plus adaptés à notre 
étude, à les produire puis les qualifier. Le choix s’est porté vers l’utilisation de 
standards protéiques afin d’obtenir des données quantitatives exactes. Les protéines 
à exprimer étant des protéines bactériennes d’E. coli, une production in vivo dans 
cette même souche bactérienne semblait la plus judicieuse. L’utilisation d’un milieu 
minimum marqué 15N a permis de réduire les coûts liés au substrat, et de produire 
des quantités importantes de standards. Cette réduction des coûts est d’autant plus 
importante que la stratégie d’analyse imaginée nécessite des grandes quantités de 
standards (1 µg de standard par analyse). De plus, la finalité du projet est de pouvoir 
utiliser la stratégie de quantification absolue de ces enzymes « en routine », ce qui 
signifie une consommation régulière de standards. 
 
 La seconde phase a consisté à générer des données quantitatives exactes et 
multiplexées, pour deux souches d’intérêt qui sont la propriété de METEX. Pour cela, 
une analyse en mode scheduled SRM (scSRM) a été choisie afin de quantifier 22 
protéines simultanément. Cette seconde phase a nécessité une première étape de 
réflexion concernant les conditions LC, afin d’optimiser la reproductibilité des temps 
de rétention, et de réduire la largeur des fenêtres de scan pour l’analyse scSRM 
(voir paragraphe I.2.4.1.2. ). Le choix s’est porté vers une analyse micro-LC, et 
l’utilisation d’une colonne constituée d’une phase non poreuse (Core-Shell). Cette 
configuration a permis de construire une méthode scSRM comportant 720 transitions 
(voir paragraphe III.2.2. ). La seconde étape de cette phase a été de générer les 
données de quantification absolue sur des souches d’intérêt qui sont la propriété de 
METEX. Enfin, la dernière étape devait être l’implémentation de modèles de 
prédiction des flux, avec ces données quantitatives (voir paragraphe I.1.6 ). Dans le 
temps imparti des travaux de thèse, le développement de tels modèles n’a pas été 
possible. Néanmoins, couplés aux données fluxomiques expérimentales de ces 
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souches (Auriol et al., 2011), les données de protéomiques quantitatives ont permis 
d’obtenir des informations extrêmement pertinentes sur l’activité réelle des enzymes. 
Cela permet d’orienter les choix des stratégies d’ingénierie métabolique (voir 
paragraphe III.2.2 ). 
 
Enfin, la dernière phase des travaux de thèse à consisté à explorer un autre 
mode d’analyse ciblée par MS, pouvant répondre à notre objectif. Les résultats 
présentés par Gallien et al. en 2012 (Gallien et al., 2012a) ont orienté le choix vers 
l’utilisation de la PRM, avec l’objectif d’améliorer la rapidité d’analyse (voir 
paragraphe III.3 ). Cette dernière phase a également été divisée en 3 étapes, la 
construction des méthodes, l’étape de quantification absolue et multiplexe sur une 
souche bactérienne, et une étape de réflexion sur les avantages conférés par cette 
approche (Figure 17 ). 
 
Une partie des résultats (Phases I et II) ont donné lieu à une publication, en révision 
actuellement dans le journal Molecular and Cellular Proteomics. 
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Figure 17 : Représentation schématique des différen tes phases des travaux de 
thèse . Ces travaux peuvent se diviser en 3 phases. (PHASE I) Production et qualification des 
standards ; (PHASE II) Analyse SRM ; (PHASE III) Analyse PRM. 
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III. Résultats & discussions 
 
III.1. Production et purification des standards pro téiques marqués à 
l’isotope 15 de l’azote ( 15N). 
 
III.1.1. Introduction 
 
La première phase des travaux (Figure 17 ), a consisté à produire et qualifier 
des standards protéiques isotopiquement alourdis à l’isotope 15 de l’azote. Cette 
phase a nécessité plusieurs étapes (Figure 18 ) :  
 
▪ Une première étape d’ingénierie génétique, permettant d’obtenir les clones sur-
exprimant les protéines d’intérêt. 
▪ Une seconde étape d’optimisation du milieu de culture, afin de réduire au minimum 
la consommation de substrat isotopiquement alourdi ; suivie de la surexpression des 
protéines d’intérêt dans ce milieu.  
▪ Une troisième étape de purification des standards protéiques.  
▪ Une dernière étape de qualification, c'est-à-dire la vérification de l’intégrité et de la 
pureté du standard, ainsi que la calibration et l’estimation du taux d’incorporation. 
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Figure 18 : Représentation schématique des différen tes étapes de la 
production d’un standard isotopiquement alourdi à l ’isotope 15 de l’azote . 
Quatre étapes sont nécessaires : la production du clone sur-exprimant la protéine d’intérêt, 
l’expression en milieu minimum, la purification et la qualification de ce standard. 
Construction du clone
(Escherichia coli BL21-DE3)
Expression en milieu 15N
(Optimisation du milieu)
Purification du standard 15N
Vérification de l’intégrité du standard 15N
▪ Gel SDS-PAGE
▪ Analyse “Top-Down”
Vérification du taux d’incorporation du standard 15N
▪ Analyse peptidique
▪ Analyse “Top-Down”
Calibration du standard 15N
▪ AAA - MS
Qualification du standard 
15N
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III.1.2. Résultats 
 
III.1.2.1. Obtention des clones d’intérêt 
 
Les constructions ont été réalisées dans un plasmide pPAL7, commercialisé 
par Biorad (Figure 19 ). Ce système d’expression est composé d’un promoteur de 
type T7, sur lequel la T7 RNA polymérase se fixe spécifiquement. Ce promoteur est 
placé sous le contrôle du répresseur Lac (protéine régulatrice intracellulaire), codé 
par le gène lacI.  Le plasmide code aussi pour une étiquette Profinity eXact TagTM 
située coté N-ter de la protéine d’intérêt à exprimer. Cette étiquette, correspond au 
pro-domaine de la subtilisine, et permet la purification de la protéine sur une colonne 
d’affinité subtilisine, commercialisée par Biorad. L’intérêt de ce système est de 
pouvoir purifier la protéine d’intérêt et l’étiquette au cours d’une seule étape (voir 
paragraphe III.1.3 ). 
La séquence codante des protéines d’intérêt a été obtenue par amplification PCR 
(Polymerase Chain Reaction) à partir de l’ADN génomique d’une souche référence 
E. coli MG1655 (Hayashi et al., 2006), après avoir conçu et fait synthétiser les 
amorces d’amplifications (Annexe 1 ). Le produit d’amplification a été inséré dans le 
plasmide pPAL7. Le vecteur obtenu a été introduit successivement dans des 
souches de bactéries compétentes E. coli DH5α, permettant de produire de l’ADN 
plasmidique, puis E. coli BL21-(DE3) permettant de surexprimer des protéines 
d’intérêt. 
L’ensemble des manipulations d’ingénierie génétique ont permis d’obtenir 22 clones  
BL21-(DE3) (Annexe 1 ), permettant la surexpression des 22 protéines d’intérêt 
(Figure 16 ). Chaque clone a été séquencé (demande de prestation auprès de 
GATC : www.gatc-biotech.com), afin de vérifier l’absence de mutations pouvant 
impacter les séquences protéiques.  
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Figure 19 : Représentation schématique du plasmide pPAL7 (Biorad).  Ce 
plasmide code pour une étiquette Profinity eXact TagTM située coté N-terminal du gène inséré. Cette 
étiquette, correspondant au pro-domaine de la subtilisine, permet la purification du produit 
d’expression de ce vecteur sur une colonne d’affinité subtilisine. 
 
III.1.2.2. Optimisation du milieu de culture et exp ression des protéines 
    
L’objectif de cette phase d’optimisation était double. Le premier était de 
développer un milieu minimum ne comportant qu’une seule source d’azote marqué 
isotopiquement (15N). Certains auteurs ont déjà développé de tels milieux. Par 
exemple, Reddy et al. ont mis au point un milieu contenant 1 g/L de chlorure 
d’ammonium marqué à l’isotope 15 de l’azote (15NH4Cl) pour la production de deux 
glycosylases de l’ADN marquées 15N (Reddy et al., 2011). D’autre part, il nous est 
apparu nécessaire de minimiser les quantités de substrat azoté, afin de limiter au 
maximum les coûts associés. 
Pour cette étape d’optimisation, un milieu existant chez Metabolic Explorer, le MML8 
(voir paragraphe V.3.1. ) a été utilisé comme point de départ. Ce milieu contient 3 
sources d’azote : (NH4)2HPO4, (NH4)2SO4 et NH4Cl, avec une concentration finale 
d’environ 200 mM en NH4. Deux autres milieux ont été développés en utilisant le 
sulfate d’ammonium (NH4)2SO4 comme unique source d’azote : les milieux 
MML10_30mM (30 mM NH4) et MML10_15mM (15 mM NH4) soit respectivement 15 
mM et 7.5 mM de (NH4)2SO4. En compensation de la perte en (NH4)2HPO4 et NH4Cl, 
les concentrations en K2HPO4 et KH2PO4 ont été recalculées afin de conserver le 
pouvoir tampon et la pression osmotique du milieu. Pour tester les performances du 
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milieu, trois paramètres sont considérés : (1) la croissance des microorganismes, (2) 
la consommation de NH4, (3) la quantité de protéine surexprimée. Ces paramètres 
ont été suivis, pour les 3 milieux, sur une souche E. coli BL21(DE3)-pPAL7-gapA 
exprimant la protéine GAPA (glyceraldéhyde-3-phophate-deshydrogénase). La 
croissance et la quantité de protéine produite ont été estimées pour les 21 autres 
protéines dans le milieu MML10_15mM. Les taux de croissance (µ) sont calculés en 
phase exponentielle de croissance. 
 
III.1.2.2.1. Croissance et consommation de NH 4 
 
Pour le clone BL21-pPAL7-gapA, un suivi de croissance a été réalisé par 
mesure de densité optique à une longueur d’onde de 600nm (DO600) sur les 3 milieux 
minimum, ainsi qu’un milieu riche Luria Bertani (LB) servant de référence (Sezonov 
et al., 2007). Les résultats obtenus (Tableau 3 ) montrent, pour ce clone, des taux de 
croissance (µ) similaires entre le milieu contenant 3 sources d’azote (200 mM NH4), 
et les 2 milieux ne contenant qu’une source d’azote (30 mM et 15 mM NH4). Les 
milieux ne contenant qu’une source d’azote ont donc été validés. Les 
consommations en NH4 ont également été testées afin d’estimer la quantité minimale 
de (NH4)2SO4 nécessaire dans le milieu. Les consommations observées sont 
comprises entre 12 mM et 14 mM sur une culture de 10 heures (Tableau 4 ). Le 
milieu contenant 15 mM de NH4 a donc été sélectionné pour la culture de l’ensemble 
des clones, afin de consommer le moins possible de substrat azoté. Les taux de 
croissance indiqués pour les 22 clones, en milieu 15 mM de NH4, sont du même 
ordre que celui observé pour le clone BL21-pPAL7-gapA (Tableau 3 ). La diminution 
de la concentration en NH4 n’affecte donc pas leur croissance. 
 
Le milieu 15 mM de NH4 présente des résultats intéressants pour la culture d’E. coli 
en milieu minimum, permettant des conditions de culture optimales tout en limitant la 
quantité de substrat azoté consommé. En effet, seulement 1 gramme de (NH4)2SO4 
est nécessaire pour préparer 1 litre de milieu, à la concentration de 15 mM de NH4. 
Avant de tirer davantage de conclusions, il était important de vérifier que, dans le 
milieu minimum, le NH4 n’est pas consommé uniquement pour la croissance 
bactérienne, mais aussi pour la production de la protéine surexprimée.  
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Tableau 3 : Taux de croissance et quantités de prot éines obtenues pour les 22 clones . 
 
Génotype du clone Protéine exprimée Taux de croissance (µ) Masse molécu laire Quantité de matière sèche
Nom raccourci (h-1) (mg) (mg / 100 ml de culture) (nmol / 100 ml culture) (nmo l / mg matière sèche)
BL21-(DE3)-pPAL7-gapA GAPA 1.05 35,532 130 1.2 34 0.26
BL21-(DE3)-pPAL7-gapA GAPA 0.41 35,532 86
BL21-(DE3)-pPAL7-gapA GAPA 0.46 35,532 113
BL21-(DE3)-pPAL7-gapA GAPA 0.44 35,532 119 4.5 127 1.06
BL21-(DE3)-pPAL7-pckA PCKA 0.47 59,643 87 2.9 49 0.56
BL21-(DE3)-pPAL7-aceA ACEA 0.47 47,522 104 4.5 95 0.91
BL21-(DE3)-pPAL7-zwf ZWF 0.45 55,704 74 1.9 34 0.46
BL21-(DE3)-pPAL7-gltA GLTA 0.44 48,015 111 5.1 106 0.96
BL21-(DE3)-pPAL7-maeB MAEB 0.44 82,417 115 3.5 42 0.37
BL21-(DE3)-pPAL7-glk GLK 0.45 34,723 132 3.3 95 0.72
BL21-(DE3)-pPAL7-ppc PPC 0.46 99,063 101 1.8 18 0.18
BL21-(DE3)-pPAL7-tktB TKTB 0.45 73,043 107 3.4 47 0.44
BL21-(DE3)-pPAL7-pgi G6PI 0.48 61,530 131 2.8 46 0.35
BL21-(DE3)-pPAL7-sdhA DHSA 0.48 64,422 141 0.4 6 0.04
BL21-(DE3)-pPAL7-lpd DLDH 0.47 50,688 131 5.4 107 0.81
BL21-(DE3)-pPAL7-mdh MDH 0.48 32,337 116 3.4 105 0.91
BL21-(DE3)-pPAL7-sucC SUCC 0.47 41,393 135 2 48 0.36
BL21-(DE3)-pPAL7-eda ALK 0.49 22,284 113 4.2 188 1.67
BL21-(DE3)-pPAL7-gpmA GPMA 0.48 28,556 131 3.6 126 0.96
BL21-(DE3)-pPAL7-tpiA TPIA 0.48 26,972 135 4.8 178 1.32
BL21-(DE3)-pPAL7-icdA ICDA 0.48 45,757 135 2 44 0.32
BL21-(DE3)-pPAL7-ackA ACKA 0.47 43,290 131 5.6 129 0.99
BL21-(DE3)-pPAL7-ppsA PPSA 0.52 87,435 131 3 34 0.26
BL21-(DE3)-pPAL7-aceA ACEE 0.51 99,668 135 3.2 32 0.24
BL21-(DE3)-pPAL7-aceB ACEB 0.52 60,274 131 2.3 38 0.29
Quantité de standards produite
Milieu Luria Bertoli
Milieu 200 mM 15NH4
Milieu 30 mM 15NH4
Milieu 15 mM 15NH4
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Tableau 4 : Suivi de consommation de NH4 par la sou che E. coli BL21(DE3)-
pPAL7-gapA dans 2 milieux minimum de culture . Les milieux MML10_30 mM et 
MML10_15mM sont 2 milieux minimum comprenant respectivement 30 et 15 mM de NH4 comme 
unique source d’azote. Le dosage de la concentration en NH4 est effectué en début et fin de culture, 
par mesure HPLC.  
 
 
III.1.2.2.2. Quantité de protéine surexprimée 
 
La comparaison de la quantité de protéine surexprimée entre un milieu riche 
LB (Sezonov et al., 2007) et le milieu minimum 15 mM NH4 a été effectuée sur la 
même souche E. coli BL21-(DE3)-pPAL7-gapA, après induction de la surexpression 
à l'isopropyl-β-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG). Les purifications des protéines 
surexprimées dans les 2 cultures ont été réalisées dans les mêmes conditions, sur 
une colonne Profinity eXactTM, et selon les conditions décrites dans le matériel et 
méthode (voir paragraphe V.3.3. )  
Les résultats obtenus (Tableau 3 ) montrent que la quantité totale produite en milieu 
minimum est environ 3 fois supérieure à celle obtenue en milieu riche. En 
considérant le rendement ramené à la quantité de matière sèche, un facteur 4 est 
même observé entre les deux milieux. 
En conclusion, le milieu contenant 15 mM de NH4 a été sélectionné pour 
l’expression de nos standards protéiques. En effet, ce milieu minimum permet de 
produire des quantités de protéines plus importantes que les milieux complets, tout 
en réduisant les coûts liés au substrat marqué isotopiquement. Les quantités de 
(NH4)2SO4 ont été fortement réduites (par rapport au milieu 200 mM), sans pour 
autant être limitantes.  
 Temps cumulé (h) [NH4]+ théorique 
mM 
[NH4]+ mesuré 
mM 
[NH4]+ consommé 
mM 
 
Milieu MML10_30mM 
Tinitial  0 32 37  
Tfinal  9.9  26 12 
 
Milieu MML10_15mM 
Tinitial  0 15 19  
Tfinal  9.9  5 14 
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III.1.2.3. Purification des vingt deux standards pr otéiques 
 
Les 22 clones E. coli BL21-(DE3) exprimant les protéines d’intérêt ont été 
cultivés en milieu minimum 15 mM 15NH4. L’expression des protéines recombinantes 
a été induite par ajout d’IPTG lorsque la DO600 mesurée atteignait environ 0.8 (voir 
paragraphe V.3.2. ). Les cultures ont été stoppées à une DO600 comprise entre 3 et 4 
(fin de phase exponentielle), centrifugées, puis les bactéries ont été lysées (voir 
paragraphe V.3. ). Les colonnes de purification utilisées sont les colonnes Profinity 
eXactTM, composées de billes d’agarose greffées avec une subtilisine mutée, fixant 
spécifiquement l’étiquette Profinity eXact TagTM (voir paragraphe III.1.2.1 ).  
 
III.1.2.3.1. Principe de la purification sur colonn e subtilisine Profinity 
eXactTM 
 
 La purification sur colonne Profinity eXactTM se déroule en 4 phases (Figure 
20). Ce système apporte un avantage considérable par rapport à certaines 
approches classiques (Nickel-Histidines par exemple), puisque la purification et le 
clivage de l’étiquette sont réalisés en une seule et même étape, tel que décrit par 
Huang et al. (Huang et al., 2012).  
Cette méthode de purification a été appliquée à la production des 22 protéines 
sélectionnées. A titre d’exemple, les différentes étapes de purification de la protéine 
GLK (Glucokinase) sont représentées sur gel SDS-PAGE (Figure 21 ). Cette protéine 
a été purifiée avec le système Profinity eXactTM (Biorad) sur chaîne HPLC. Les 
fractions ont été déposées sur gel, pour chacune des étapes successives du 
protocole de purification. Cet exemple montre la capacité de ce système à purifier 
rapidement et efficacement les protéines d’intérêt (Figure 21 ).  
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Figure 20 : Principe de purification sur colonne Pr ofinity eXact TM. La purification se 
déroule en 4 phases. (A) L’échantillon est chargé sur la colonne. La protéine d’intérêt comporte une 
étiquette (tag) qui correspond au pro-domaine de la subtilisine. Ce dernier est retenu par la subtilisine 
greffée sur les billes d’agaroses de la phase stationnaire de la colonne. Les autres protéines passent 
au travers de la colonne (fraction non retenue). (B) La colonne est lavée afin d’éliminer les protéines 
contaminantes, la protéine d’intérêt reste fixée. (C) L’utilisation de fluoride de sodium (NaF) 100 mM 
active la subtilisine, qui clive une séquence peptidique spécifique (EEDKLFKAL) comprise entre 
l’étiquette et la protéine. (D) Un simple lavage permet de récupérer la protéine d’intérêt pure et sans 
étiquette. 
 
III.1.2.3.2. Purification des vingt deux standards protéiques 
 
  Le gel SDS-PAGE (Figure 22 ) présente le profil de migration des vingt deux 
protéines alourdies, tandis que le tableau associé récapitule leurs noms, leurs 
masses, et leurs implications dans les voies métaboliques. 
Les résultats obtenus montrent que les protéines sont pures et ne semblent pas 
présenter de dégradations majeures. Dans certains cas, tels que pour GAPA par 
exemple, une seconde bande est présente sur la piste de la fraction d’élution. Cette 
bande correspond à la protéine avec son étiquette. En effet, pour la protéine GAPA, 
même une incubation prolongée dans du NaF 100 mM ne permet pas un clivage 
total de l’étiquette. Ce phénomène est également observé pour les protéines SDHA 
et MDH. Pour ces protéines, le peptide N-terminal (N-ter) ne peut pas être utilisé 
pour la quantification, car les peptides trypsiques N-ter issus de la protéine endogène 
et du standard protéique n’ont pas la même séquence. Afin de favoriser le clivage de 
l’étiquette, un « spacer » (deux acides aminés : sérine et thréonine) a été ajouté 
Colonne
Profinity 
eXact TM
A B C D
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entre la protéine et son étiquette lors de la conception du clone (pour les 22 clones). 
Ces deux acides aminés ne sont pas éliminés des standards protéiques, et les 
peptides N-ter ne sont donc jamais utilisés pour notre étude. Cependant, le nombre 
de peptides disponibles avec l’utilisation des standards protéiques est suffisant pour 
s’affranchir des N-ter.  
Les quantités moyennes obtenues sont de l’ordre de 3 mg de standard / 100 ml de 
culture (Tableau 3 ). 
 
 
 
 
Figure 21 : Gel SDS-PAGE des différentes fractions de  purification de la 
protéine GLK (glucokinase) sur colonne Profinity eX actTM. (1 et 2) Fractions 
insolubles (1) et solubles (2), obtenues après centrifugation 30 min à 12 000 g d’un lysat total d’E. coli. 
Le dépôt de ces fractions sur gel permet de vérifier la surexpression de la protéine d’intérêt, ainsi que 
sa présence dans la fraction soluble. (3) Fraction non retenue sur colonne, à partir de la fraction 
soluble. L’absence de la protéine d’intérêt sur cette plage de migration confirme que la protéine est 
bien retenue sur la colonne, et que cette dernière n’est pas saturée. (4) Fraction correspondant à 
l’étape de lavage de la colonne au KPO4 100 mM pH 7.6. (5) Fraction correspondant à l’injection de 
NaF 100 mM, qui active le clivage de l’étiquette. Après injection, un temps d’incubation compris entre 
30 minutes et 2 heures à température ambiante est nécessaire avant élution de la protéine. Dans le 
cas présent, une bande correspondant à la protéine d’intérêt est présente, ce qui signifie qu’une partie 
de la protéine est déjà séparée de son tag. (6) Fraction d’élution de la protéine d’intérêt. La protéine 
est pure et ne présente pas de dégradations. (7) Fraction de régénération de la colonne, c'est-à-dire 
élimination de l’étiquette avec H3PO4 et équilibration de colonne avec KPO4 100 mM pH 7.6. La 
coloration du gel est réalisée au bleu de coomassie. 
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Après la phase de purification des standards protéiques, une étape de qualification 
est indispensable afin d’évaluer leur taux d’incorporation en 15N et de les calibrer, 
c'est-à-dire déterminer leurs concentrations exactes. 
 
 
 
 
Figure 22 : Gel SDS-PAGE des 22 standards protéique s produits . La coloration du 
gel a été réalisée au bleu impérial (Biorad). Le nom, la masse et l’implication des protéines choisies 
dans les voies métaboliques d’E. coli sont indiqués. 
 
Nom raccourci Nom Voie métabolique Masse moléculaire
GAPA Glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase A Glycolyse 35,532
PCKA Phosphoenolpyruvate carboxykinase [ATP] Gluconeo genèse 59,643
ACEA Isocitrate lyase Cycle du glyoxylate 47,522
ZWF Glucose-6-phosphate 1-dehydrogenase PPP 55,704
GLTA Citrate synthase TCA 48,015
GLK Glucokinase Glycolyse 34,723
MAEB NADP-dependent malic enzyme Gluconeogenèse 82,417
PPC Phosphoenolpyruvate carboxylase Gluconeogenèse 99,063
TKTB Transketolase 2 PPP 73,043
G6PI Glucose-6-phosphate isomerase Glycolyse 61,530
DHSA Succinate dehydrogenase flavoprotein subunit TCA 64,422
DLDH Dihydrolipoyl dehydrogenase Glycolysis 50,688
SUCC Succinyl-CoA ligase [ADP-forming] subunit beta TCA 41,393
MDH Malate dehydrogenase TCA 32,337
ALK KHG/KDPG aldolase Glyoxylate cycle 22,284
GPMA 2,3-bisphosphoglycerate-dependent phosphoglycer ate mutase Glycolyse 28,556
TPIA Triosephosphate isomerase Glycolyse 26,972
ICDA Isocitrate dehydrogenase [NADP] TCA 45,757
ACKA Acetate kinase Acety-CoA biosynthesis 43,290
PPSA Phosphoenolpyruvate synthase Gluconeogenèse 87,435
ACEE Pyruvate dehydrogenase E1 component Glycolyse 99,668
ACEB Malate synthase A Cycle du glyoxylate 60,274
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III.1.2.4. Qualification des standards : taux d’inc orporation, calibration, 
vérification de la pureté et de l’intégrité des pro téines 
 
La qualification est une étape clé dans la production de standards protéiques 
isotopiquement alourdis, car elle conditionne l’exactitude de mesure de la stratégie 
de dilution isotopique couplée à l’analyse par MS. Cette étape se divise en trois 
parties : la vérification de la pureté et de l’intégrité des protéines, l‘estimation du taux 
d’’incorporation, et la calibration des standards (Figure 18 ). 
 
III.1.2.4.1. Calcul du taux d’incorporation   
 
III.1.2.4.1.1. Principe 
 
L’incrément de masse entre une protéine légère et marquée dépend du taux 
d’incorporation. Dans le cas d’un peptide marqué à l’isotope 15N, le spectre de masse 
est constitué de plusieurs pics, chacun correspondant à un ensemble 
d’isotopomères. Les isotopomères sont des peptides avec la même composition en 
acides aminés et en isotopes, mais à des positions différentes (même m/z). La 
distribution de ces isotopomères sur le spectre est fonction du taux d’enrichissement 
en isotope (MacCoss et al., 2005). La Figure 23  permet de comprendre les 
distributions des isotopomères en fonctions du taux d’incorporation en 15N d’un 
peptide. Les profils isotopiques théoriques présentés dans cette figure sont obtenus 
à l’aide du logiciel IsoPro®, qui simule le profil du massif isotopique d’un peptide, 
pour un taux d’incorporation donné. L’évaluation du taux d’incorporation d’un peptide 
repose sur la comparaison du massif obtenu expérimentalement, avec le massif 
théorique obtenu par simulation. La comparaison des deux massifs est effectuée par 
une méthode de régression par les moindres carrés, comme expliqué dans le 
paragraphe suivant (voir paragraphe III.1.2.4.1.2. ). 
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Figure 23 : Distribution isotopique théorique du pe ptide LLLETMR en fonction 
de différents taux d’incorporation en 15N. Pour le peptide LLLETMR (C38 H70 N10 O11 S1) 
(protéine ZWF), doublement chargé, quatre taux d’incorporation différents sont présentés, 1 %, 50 %, 
98.5 %, et 100 %. Cette simulation permet d’observer les effets du taux d’incorporation en 15N sur la 
distribution globale des isotopomères. Pour un enrichissement à 98.5 %, le pic le plus intense est 
obtenu à un m/z  correspondant à l’isotopomère qui contient 10 15N (tous les N sont marqués), 
cependant une contribution des isotopomères contenant 9 15N est encore observable (à hauteur de 15 
%). Au contraire, pour un enrichissement à 50 %, l’intensité du pic des isotopomères contenant 10 15N 
ne représente que 5 % de l’intensité du pic des isotopomères contenant 5 15N. 
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III.1.2.4.1.2. Méthode mathématique de regression p ar les moindres 
carrés 
 
 Les profils isotopiques théoriques sont calculés avec le logiciel IsoPro®. Pour 
chaque taux d’incorporation, le spectre expérimental (pic par pic) est comparé au 
spectre théorique. Le carré de la différence des intensités relatives, entre chaque pic 
théorique et expérimental est alors calculé. La somme des carrés de l’ensemble des 
pics du massif est réalisée. Par définition, le carré de ces différences atteint son 
minimum lorsque les profils des deux spectres sont très similaires, permettant ainsi 
de déduire le taux d’incorporation du peptide. Cette approche a été appliquée à 
l’ensemble des 22 standards protéiques. Pour chaque protéine, au minimum trois 
peptides ont été utilisés pour évaluer le taux d’incorporation. Les résultats obtenus 
pour la protéine DHSA (succinate dehydrogénase) sont présentés (Figure 24 ). 
L’ensemble des résultats obtenus, ainsi que le détail des calculs sont présentés en 
annexe (Supplemental data 2 ). 
La méthode, appliquée à l’ensemble des 22 standards protéiques, a montré 
que le taux d’incorporation est compris entre 98 et 99 % (Supplemental data 2 ). Ces 
résultats sont en accord avec ceux attendus, puisque le substrat isotopiquement 
alourdi 15N est enrichi à 98.5 % (selon les données fournisseurs). Le taux 
d’incorporation est un critère primordial pour l’exactitude de mesure d’une protéine. 
En effet, les espèces non marquées ou partiellement marquées ne sont pas 
détectées au m/z attendu, et faussent donc le ratio H / L (voir paragraphe I.2.3.1 ). 
La connaissance du taux d’incorporation permet d’introduire un facteur correctif, afin 
de corriger la quantité de standard lourd réellement ajouté (pour un m/z donné). 
Dans le cas de notre étude, les taux d’incorporation ont été évalués entre 98 et 99 % 
pour les standards. Aucun facteur correctif n’a été appliqué, puisque dans cette 
configuration, le pic majoritaire est celui de l’isotopomère ne comportant que des 
atomes 15N, avec une faible contribution des isotopomères comportant 1 atome 14N 
(Figure 23 ). De plus la résolution unitaire (à état de charge z = 2) du quadripôle ne 
permet pas de distinguer l’isotopomère comportant uniquement des atomes 15N, par 
rapport aux isotopomères comportant 1 atome de 14N. Le taux d’incorporation des 
standards étant établi, la dernière étape a consisté à déterminer leur concentration 
exacte et leur intégrité (Figure 18 ). 
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Figure 24 : Représentation graphique des résultats de la regression par les 
moindres carrés pour la protéine DHSA (succinate de hydrogénase) . La régression 
a été appliquée à 4 peptides de la protéine, (1) GEGGYLLNK, (2) LPGILELSR), (3) VTGQALTVNEK, 
(4) LGGNSLLDLVVFGR. Le graphique représente le carré des différences entre les spectres 
théoriques et expérimentaux, en fonction du taux d’incorporation. Pour les 4 peptides la différence 
minimale est obtenue pour un taux d’incorporation de 98.5 %, signifiant que les peptides ont un taux 
d’incorporation de 98.5 %. Par extrapolation, le taux d’incorporation de la protéine est estimé être le 
même. 
 
III.1.2.4.2. Calibration des standards par méthode AAA-MS 
 
 La calibration des standards est indispensable dans le cadre d’une approche 
par dilution isotopique (SID), puisqu’elle permet de quantifier de manière exacte les 
standards produits, et donc de connaître la quantité ajoutée dans l’échantillon à 
doser. La méthode référence est la méthode d’analyse des acides aminés (AAA) 
couplée à une analyse HPLC (AAA-HPLC) (Figure 25 ). Cette méthode est 
composée de quatre étapes successives : (1) une hydrolyse acide des protéines afin 
d’obtenir un ensemble d’acides aminés, (2) une étape de séparation des acides 
aminés par chromatographie liquide, (3) une étape de dérivatisation afin de fixer un 
groupement chromophore sur les acides aminés (pouvant être réalisée avant la 
séparation chromatographique), (4) une étape de mesure spectrophotométrique. 
Préalablement à l’hydrolyse, un standard parfaitement calibré obtenu auprès du 
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« National Institut of Standards and Technologies » (NIST), est ajouté à l’échantillon, 
pour servir d’étalon  (Fountoulakis and Lahm, 1998). Une méthode ne nécessitant 
pas d’étape de dérivatisation a été développée en 2004, basée sur l’utilisation de MS 
pour la détection et quantification des acides aminés avec une source d’ionisation 
MALDI (Matrix Assisted Laser Desorption / Ionisaion) (Mirgorodskaya et al., 2004). 
Cette méthode, très sensible, permet la quantification des acides aminés de manière 
exacte, mais certains ne peuvent pas être détectés dans la même matrice MALDI, 
notamment la lysine et l’arginine, ce qui nécessite donc deux analyses. Récemment, 
Louwagie et al. ont décrit une autre méthode d’analyse des acides aminés par MS 
(AAA-MS), dans laquelle une source electrospray couplée à un analyseur à haute 
résolution (Orbitrap par exemple) sont utilisés. Cette configuration permet de 
détecter l’ensemble des acides aminés (Louwagie et al., 2012) (Figure 25 ). Les 
travaux ont montré que l’approche AAA-MS permet d’obtenir des résultats aussi 
exacts que l’approche AAA-HPLC. De plus, cette technique nécessite l’utilisation de 
1 à 2 µg de standards, en comparaison aux 100 µg requis pour les analyses AAA-
HPLC, car aucune étape de dérivatisation n’est nécessaire. L’absence de 
dérivatisation réduit considérablement le temps d’analyse. 
 Pour notre étude, l’approche AAA-MS a été choisie, afin de limiter la 
consommation de standard et de mettre en place le « workflow » d’analyse le plus 
rapide possible. En comparaison avec une protéine marquée isotopiquement [13C6 ; 
15N2] L-lysine, [
13C6 ; 
15N4] L-arginine (PSAQ
TM par exemple), les 20 acides aminés 
peuvent potentiellement être suivis pour l’analyse AAA-MS d’une protéine marquée à 
l’isotope 15N. En pratique, certains acides aminés sont très défavorables pour les 
analyses quantitatives, comme par exemple les méthionines et cystéines qui 
subissent des oxydations difficilement contrôlables. Les asparagines et glutamines 
sont soumises à des processus de déamidations résultant respectivement à la 
production d’acides aspartiques et d’acides glutamiques. Enfin le tryptophane est 
dégradé et donc non détectable. Au final cinq acides aminés ont été choisis pour 
l’analyse AAA-MS, à savoir  alanine, leucine/isoleucine, phénylalanine, proline et 
valine. Les résultats obtenus sont présentés en annexe (Supplemental data 5 ). Les 
résultats sont exprimés comme la moyenne des résultats des 5 acides aminés. Pour 
chaque standard, des quadruplâts techniques ont été réalisés, les coefficients de 
variations inter-réplicats sont compris entre 4 et 12 %. 
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Figure 25 : Représentation schématique des techniqu es d’analyse des acides 
aminés (AAA) . (A) Analyse classique basée sur la séparation HPLC des acides aminés, et la 
quantification par mesure spectrophotométrique. Cette analyse est constituée de 4 étapes, et 
nécessite environ 100 à 200 µg de matériel. Le standard utilisé est souvent l’acide aminé norleucine 
obtenu auprès du « National Institut of Standards and Technologies » (NIST). (B) Analyse basée sur 
la détection des acides aminés par spectrométrie de masse. L’analyseur à haute résolution permet de 
séparer les acides aminés en fonction de leur masse, et de distinguer les formes marquées 
(standards 15N) des formes non marquées (BSA). Cette analyse nécessite environ 1 à 2 µg de 
matériel. Le standard utilisé est de la BSA (Bovin Serum Albumin) obtenue auprès du NIST. 
 
 
Après calibration et vérification du taux d’incorporation des standards, une 
étape de vérification de leur intégrité est effectuée par analyse de la protéine entière, 
stratégie « top-down » (voir paragraphe I.2.1.2 ). Cette analyse permet des résultats 
beaucoup plus précis que ceux obtenus sur gel SDS-PAGE, puisque la perte d’un 
acide aminé par exemple peut être détectée (ce qui n’est pas possible sur gel). 
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L’analyse de la protéine entière permet également d’évaluer le taux d’incorporation 
isotopique. 
 
III.1.2.4.3. Vérification de l’intégrité du standar d : l’analyse « top down » 
 
Les analyses de protéines entières ont été réalisées sur un instrument à haute 
résolution de type Orbitrap-XL (voir paragraphe V.5.4. ). Le signal obtenu 
correspond alors aux différents massifs isotopiques de la protéine, à différents états 
de charge. Après déconvolution à l’aide du logiciel XtractTM, la masse expérimentale 
de la protéine standard est obtenue. Cette masse correspond au pic le plus intense 
du massif, c'est-à-dire aux isotopomères les plus nombreux. Cette dernière est alors 
comparée avec sa masse théorique calculée par le logiciel  IDcalc (Figure 25 ). 
(http://proteome.gs.washington.edu/software/IDCalc/).  
Cette méthode a été appliquée à 7 standards dont les masses sont comprises entre 
20 000 et 50 000 Da, afin d’obtenir des informations sur leurs intégrités, leurs puretés 
et leurs taux d’incorporation isotopique. Les protéines de petits poids moléculaire ont 
été préférées, compte tenu de la résolution instrumentale, comme expliqué dans la 
suite de ce paragraphe. 
  
Concernant l’intégrité, 7 protéines ont été analysées environ 1 an après leur 
production. Pour 6 d’entre elles, le spectre de masse indique que ces protéines n’ont 
pas subit de dégradation et sont pures, comme illustré pour la protéine TPIA (Figure 
26). Néanmoins pour la protéine GPMA, le spectre de masse obtenu après 
déconvolution montre deux massifs distincts (Figure 27 ). Après investigations, il 
cette masse correspond à la protéine GMPA ayant perdu 9 acides aminés 15N coté 
C-ter (AVANQGKAK). La masse théorique de cette protéine tronquée est estimée à 
28 206.15 Da ; la masse expérimentale trouvée est de 28 205. 82 Da. Ces 
informations sur l’intégrité des protéines sont importantes, car elles permettent de 
connaître la séquence exacte des standards protéiques. (et éventuellement leur état 
de conservation). 
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Figure 26 : Analyse « top-down » de la protéine TPI A (triose phosphate 
isomérase), de masse théorique 27 490.72 Da pour un  taux d’incorporation 
d’environ 99 % . (A) Spectre de masse obtenu pour la protéine sur la gamme de masse m/z 600-
2000. Chaque massif isotopique correspond à un état de charge z compris entre 16 et 35 dans le cas 
de cette protéine. (B) Spectre reconstitué après déconvolution à l’aide du logiciel XtractTM. La masse 
obtenue expérimentalement (27 490.33 Da) est très proche de la masse théorique calculée pour une 
incorporation isotopique de 99 % (27 490.72 Da). (C) Massif isotopique de la protéine TPIA après 
déconvolution à l’aide du logiciel XtractTM. La masse expérimentale considérée pour la protéine 
correspond au pic le plus intense (flèche bleue). 
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Figure 27 : Analyse « top-down » de la protéine GPM A (2,3 
bisphosphoglycerate mutase), de masse théorique 29 087.68  Da pour un taux 
d’incorporation d’environ 99 % . (A) Spectre reconstitué après déconvolution à l’aide du 
logiciel XtractTM. Deux massifs isotopiques sont visibles. (B) Zoom sur les deux massifs isotopiques 
observés. Le massif à la masse 29 087.27 Da correspond à la protéine GPMA, tandis que celui 
observé à 28 205.82 Da pourrait correspondre à la protéine GPMA tronquée de ses 9 acides aminés 
C-terminaux. 
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Le taux d’incorporation peut également être estimé par analyse de la protéine 
entière. La masse théorique a été calculée pour différents taux d’incorporation, et 
comparée à la masse issue du spectre expérimental, pour les 7 protéines. Les 
résultats obtenus (Tableau 5 ) montrent que les standards ont des taux 
d’incorporation en isotope compris entre 97.5 et 99 %, ce qui confirme les résultats 
de la méthode de régression des moindres carrés. 
 
 
97.5 98 98.5 99
GLK 35325.35 35325.09 35327.09 35330.1 35331.1
GAPA 35957.27 35955.29 35957.29 35959.29
MDH 32907.65 32905.23 32906.24 32908.24
ALK 22730.56 22728.61 22729.62 22730.62
GPMA 29087.27 29084.67 29086.68 29087.68
TPIA 27490.33 27487.71 27488.71 27490.72
DLDH 51479.63 51475.15 51478.16 51481.17
Masse théorique (Da)
Taux d'incorporation 15N (%)Masse expérimentale (Da) 
 
 
Tableau 5 : Comparaison des masses expérimentales e t théoriques pour 7 
protéines standards marquées à l’isotope 15N. Cette comparaison permet de déterminer 
le taux d’incorporation du standard. Les valeurs en jaune indiquent le taux d’incorporation pour lequel 
les masses théoriques et expérimentales sont les plus proches. Les masses expérimentales et 
théoriques correspondent au pic le plus intense du massif. 
 
 
L’approche « top down » est donc très intéressante pour l’étape de 
qualification des standards protéiques, car elle permet de vérifier à la fois l’intégrité et 
la pureté des standards. Cette approche permet éventuellement d’obtenir le taux 
d’incorporation. Cependant l’analyse « top-down » haute résolution est limitée aux 
protéines de moins de 50 000 Da dans notre cas. En effet l’instrument Orbitrap-XL 
utilisé est paramétré à sa résolution maximale, soit 100 000 à m/z = 400. Selon la 
courbe établie par Makarov et al., cela aboutit à une résolution d’environ 50 000 à 
m/z = 1000 (Makarov et al., 2009). Les protéines ont globalement un état de charge 
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aboutissant à un m/z = 1000. Cet instrument ne permet donc pas d’obtenir une 
résolution isotopique des protéines de masse supérieure à 50 000. Le nouvel 
instrument Orbitrap EliteTM, grâce à son analyseur Orbitrap « high field » permet 
d’augmenter la résolution jusqu’à 240 000 à m/z 400 (Michalski et al., 2012). Ce type 
d’instrument devrait permettre d’analyser des protéines entières de masse plus 
importante.  
 
III.1.3. Discussion 
   
La stratégie d’analyse mise en place pour notre étude (Figure 17) utilise des  
standards protéiques afin d’optimiser l’exactitude et la précision de mesure (Brun et 
al., 2007). Le choix s’est orienté vers une production in vivo, en milieu minimum, de 
standards isotopiquement alourdis 15N, tels que décrit précédemment par Reddy et 
al. (Reddy et al., 2011), afin de réduire les coûts associés au milieu de culture. Le 
milieu de production a été optimisé, afin de réduire au minimum la consommation de 
substrat marqué isotopiquement. Les quantités de standards obtenues en milieu 
minimum se sont finalement avérées plus importantes qu’en milieu complet, ce qui a 
permis d’obtenir entre 1 et 4 mg de standard protéique / 100 ml de culture (Tableau 
3). Dans des stratégies de quantification absolue par SID-MS, le taux d’incorporation 
du standard est un paramètre important, puisqu’il conditionne directement 
l’exactitude de la mesure. Le taux d’incorporation de nos standards alourdis 15N est 
compris entre 98 et 99 %, ce qui nous a évité d’avoir à appliquer un facteur correctif 
(voir paragraphe III.1.2.4.1.2. ). Enfin, la calibration des standards par analyse AAA-
MS (Louwagie et al., 2012) permet de limiter leur consommation et d’augmenter la 
rapidité de cette étape (voir paragraphe III.1.2.4.2. ).  
Au final, les standards produits ne présentent pas de contaminants ou de 
dégradations majeures, sont produits en quantités importantes et avec le taux 
d’incorporation requis pour des expériences de quantification absolue.  
 
Néanmoins, bien qu’il permette une purification simple et rapide en une seule 
étape pour la plupart des protéines, le système de purification Profinity eXactTM 
(Huang et al., 2012), a montré quelques limites. En effet, pour certains de nos 
standards, le clivage de l’étiquette n’a pas été complet. Pour limiter cette situation, 
 
- 104 - 
 
nous avons ajouté un « spacer » entre l’étiquette et le codon « start » de la protéine, 
afin de favoriser l’accessibilité au site de clivage. Ce « spacer », qui correspond à 2 
acides aminés supplémentaires (sérine et thréonine) du coté N-terminal de la 
protéine, n’est pas supprimé lors de l’étape de clivage. Le choix de cette option rend 
inutilisable le peptide N-terminal pour la quantification par SID-MS (voir paragraphe 
III.1.2.3.2.). Cependant, le nombre de peptides trypsiques générés par nos standards 
n’étant pas limitant, cette option a été considérée. Malgré la présence du « spacer », 
le standard protéique GAPA n’a pas été obtenu complètement pur (présence 
d’étiquette non clivée). D’autres systèmes de purification auraient pu être testés, tels 
que celui utilisant la TEV protéase couplée aux deux étiquettes de purification His-
Tag et SBP (Streptavidin Binding Peptide) (Miladi et al., 2013). Il est apparu plus 
judicieux d’augmenter le panel de standards disponibles, plutôt que de concentrer les 
efforts sur la production d’une seule protéine. 
La détermination du taux d’incorporation est également un point à optimiser dans 
notre processus d’analyse. En effet, la méthode de régression par les moindres 
carrés est très performante mais peu automatisée, puisque les simulations et les 
calculs sont réalisés manuellement. L’utilisation du logiciel Atomizer avait été 
envisagée (MacCoss et al., 2005), mais cet outil n’est plus disponible. De plus cette 
méthode est une analyse au niveau peptidique, qui nécessite une digestion 
trypsique. Afin d’améliorer la rapidité d’analyse, l’approche « top-down » est 
intéressante (voir paragraphe III.1.2.4.3. ). 
 
Enfin, un aspect très important du travail est le coût de production d’un 
standard. Si le coût en substrat est de l’ordre de 2 à 8 euros par standard, le coût 
réel de production est nettement différent. En effet, une étude détaillée a été 
réalisée, en s’appuyant sur les conseils d’un industriel spécialisé dans la production 
de protéines recombinantes. En tenant compte du salaire d’un ingénieur (salaire 
environné estimé à 57 euros pour un ingénieur dans une entreprise de 
biotechnologie), de l’amortissement des instruments utilisés et des consommables, le 
coût final d’un standard est estimé à 1000 euros, soit environ 400 euros par 
milligramme (en considérant une moyenne de production de 2.5 mg), soit 200 euros 
pour 10 nmol (pour une protéine de 50 kDA) (Annexe 2 ). Ce prix comprend 
l’ensemble des étapes : production du clone, expression du standard, purification et 
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qualification du standard (Figure 18 ). En comparaison, des standards AQUATM 
Ultimate (degré de pureté supérieur à 97 % estimé par  HPLC, et calibration AAA) 
sont vendus 575 euros les 10 nmol. Il est communément admis que la quantification 
exacte d’une protéine nécessite au moins le suivi de trois peptides, soit 1725 euros 
de standards peptidiques. Compte tenu du gain d’exactitude conféré par un standard 
protéique (Brun et al., 2007), nos standards 15N constituent une alternative 
intéressante et réaliste économiquement. Cependant, la production de standards 
protéiques est complexe et peut, dans certains cas, être fastidieuse (Structural 
Genomics Consortium et al., 2008). En conclusion, le choix d’un type de standard 
dépend du contexte de l’étude et du degré d’exactitude souhaité (voir paragraphe 
I.2.3.2). Lorsque des données exactes sont nécessaires, compte tenu de leur coût 
raisonnable, la production de standards protéiques 15N peut être choisie. Ceci est 
particulièrement valable pour la production de protéines solubles d’E. coli dans E. 
coli, ce qui est le cas de notre étude. 
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III.2. Quantification absolue et multiplexe par ana lyse SRM, de 22 
protéines du métabolisme central chez E. coli  : le rôle essentiel de 
la protéomique dans les stratégies d’ingénierie mét abolique 
 
III.2.1. Introduction  
 
L’objectif de ces travaux de thèse était de mettre au point une stratégie 
d’analyse, simple et rapide, afin de quantifier de manière absolue et multiplexe des 
protéines du métabolisme central chez E. coli. Ce travail s’est divisé en 3 phases 
(Figure 17 ), (Phase I) production des standards, décrite précédemment (voir 
paragraphe III.1 ) ; (Phase II) quantification absolue et multiplexe de souches 
d’intérêt par analyse SRM ; (Phase III) exploration de l’analyse PRM sur un 
instrument Q-ExactiveTM. 
Pour la phase II, le choix s’est porté vers une analyse SRM pour deux raisons. 
(1) Pour atteindre les objectifs de simplicité et de rapidité, aucune étape de 
préfractionnement n’a été incluse dans le procédé pré-analytique. En conséquence, 
la complexité de l’échantillon et la gamme dynamique sont augmentées. Ishihama et 
al. ont estimé la gamme dynamique d’E. coli à environ 104 (Ishihama et al., 2008). 
Une étude menée par Picotti et al. a montré la capacité à quantifier les protéines 
entre 50 et 106 copies / cellule sans décomplexification préalable de l’échantillon, par 
une analyse SRM (Picotti et al., 2009). La gamme dynamique de l’analyse en SRM 
étant capable d’inclure la gamme dynamique de notre modèle, le choix s’est orienté 
vers une analyse par SRM. (2) Comme expliqué dans le paragraphe « Etat de l’art », 
la SRM est un mode d’analyse présentant un degré de spécificité important (voir 
paragraphe I.2.4.1. ). Cette spécificité permet de réduire le bruit de fond, donc 
d’augmenter le signal ratio / bruit. La LLOQ est donc diminuée et par conséquence la 
sensibilité des analyses améliorée. Le gain de spécificité et de sensibilité que 
confère la SRM, en font une méthode de référence pour les études de quantification 
ciblée. 
Afin de répondre à la contrainte de multiplexage, une approche par « scheduled 
time » SRM  (scSRM) a été mise en place (Stahl-Zeng et al., 2007). Comme décrit 
précédemment dans la partie « Etat de l’art » (voir paragraphe I.2.4.1.2 ), le mode 
scSRM permet un multiplexage important des analyses, mais nécessite en 
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contrepartie une reproductibilité des temps de rétention inter-analyse. La méthode 
utilisée pour quantifier nos 22 protéines contenait 720 transitions. Les conditions 
chromatographiques ont donc été optimisées afin d’atteindre ce haut degré de 
multiplexage. 
 
Les tests de performances de notre stratégie analytique (qui couple l’utilisation 
des standards 15N à l’analyse scSRM), ont été effectués. Puis, les 22 enzymes de 3 
souches d’intérêt ont été quantifiées, une souche référence E. coli MG1655 (Hayashi 
et al., 2006) et deux souches modifiées présentant un ratio NADPH / NADP+ élevé 
(Auriol et al., 2011). Les données présentées ci-dessous montrent la capacité de 
notre approche à quantifier de manière absolue et multiplexe 22 protéines du 
métabolisme central, sans aucune étape de préfractionnement. Ces données de 
protéomique, couplées à des données de fluxomique, ont permis de calculer de 
façon simple, rapide et précise, l’activité réelle des enzymes dans les différentes 
souches. Ces informations sont cruciales puisqu’elles permettent d’orienter les choix 
d’ingénierie génétique pour la conception de nouvelles souches. 
 
L’ensemble de ces travaux et leurs résultats ont fait l’objet d’une publication 
soumise dans Molecular and Cellular Proteomics, dont le manuscrit est présenté ci-
dessous.  
 
III.2.2. Résultats (Manuscrit de la publication)  
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GEMs: Genome-scale models 
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ELISA: Enzyme-Linked Immuno-Sorbent assay 
LC-MS: Liquid Chromatography-Mass Spectrometry 
SRM: Selected Reaction Monitoring 
SID: Stable Isotope Dilution 
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QconCAT: Quantitative Concatemer 
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Summary 
 
Metabolic engineering aims to design high performance microbial strains 
producing compounds of interest. This requires systems-level understanding; 
genome-scale models have therefore been developed to predict metabolic fluxes. 
However, multi-omics data including genomics, transcriptomics, fluxomics and 
proteomics may be required to model the metabolism of potential cell factories. 
Recent technological advances to quantitative proteomics have made mass 
spectrometry-based quantitative assays an interesting alternative to more traditional 
immuno-affinity based approaches. This has improved specificity and multiplexing 
capabilities. In this study we developed a quantification workflow to analyse enzymes 
involved in central metabolism in Escherichia coli (E. coli). This workflow combined 
full-length isotopically labelled standards with Selected Reaction Monitoring (SRM) 
analysis. First, full-length 15N labelled standards were produced and calibrated to 
ensure accurate measurements. Liquid chromatography conditions were then 
optimised for reproducibility and multiplexing capabilities over a single 30-minute LC-
MS analysis. This workflow was used to accurately quantify 22 enzymes involved in 
E. coli central metabolism in a wild-type reference strain and two derived strains, 
optimised for higher NADPH production. In combination with measurements of 
metabolic fluxes, proteomics data can be used to assess different levels of 
regulation, in particular enzyme abundance and activity. This provides information 
which can be used to design specific strains used in biotechnology. In addition, 
accurate measurement of absolute enzyme concentrations is key to the development 
of predictive kinetic models in the context of metabolic engineering. 
 
Introduction 
 
The concept of producing economically useful compounds using a "cell 
factory" was introduced with the advent of recombinant DNA technologies, and 
became fully established in the 1980’s when the Food and Drug Administration 
approved the use of recombinant insulin [1]. This concept is now largely used in the 
food, pharmaceutical and biotech industries for the production of various compounds 
such as polypeptides, L-threonine [2], or artemisinin, an anti malaria drug [3] using 
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adapted Escherichia coli (E. coli) strains. As a result of increasing petrol prices and 
feedstock limitations, cell factories are now also used to produce chemicals from 
renewable resources through fermentation, this is closely correlated with advances in 
metabolic engineering methods [4]. 
Metabolic engineering consists in optimising the genetic and regulatory 
processes of the cell to produce large amounts of a given chemical. Metabolic 
engineering requires detailed omics analyses to identify targets which can be 
manipulated through targeted genetic modifications to improve and/or adapt cells [5]. 
Various factors can affect the yield (substrate/product) of a genetically 
modified cell factory, including consumption of reaction intermediates by native 
metabolic pathways, control of mRNA levels, regulation of small RNA or final enzyme 
abundances and activities. To finely tune metabolic pathways, the different levels of 
regulation within the cell must be identified and understood. Systems biology 
approaches aim to provide this type of information. For instance, metabolic networks 
can be converted to  constraint-based models (CBMs), which allow metabolic fluxes 
to be predicted on a genome-wide scale [6][7]. As described by Feist and Palsson 
[8], the construction of such genome-scale models can be divided into four key steps: 
1- generation of high-throughput datasets (omics data), 2- genome-wide network 
reconstruction, 3- conversion of network reconstruction into a CBM, and 4- 
application of computational models for metabolic engineering. 
 
For quantitative data on protein levels, enzyme-linked immuno-sorbent assay 
(ELISA) [9][10] has long been considered the gold standard, due to its high sensitivity 
and throughput; although limitations include labour intensiveness and the high cost of 
assay development [11]. As detailed by Bantscheff et al. [12], proteomic approaches 
and instrument advances in recent years have made quantitative liquid 
chromatography-mass spectrometry (LC-MS) techniques a viable alternative for 
generating data on protein levels. Indeed, using appropriately labelled standards, MS 
analyses can provide highly specific and accurate data. MS is also adaptable for 
highly multiplexed analysis, in contrast with conventional immunoassays. Selected 
Reaction Monitoring (SRM), by conferring two levels of selection, filtering predefined 
peptide ion and specific fragment ions [13], makes it possible to detect and quantify 
several proteins with high sensitivity and specificity in a single assay. Combined with 
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SRM analysis, stable isotope dilution (SID) makes absolute protein quantification 
feasible. SID in proteomics consists in spiking a known amount of isotopically 
labelled peptide or protein standards into the sample. Standards and endogenous 
peptide species can be distinguished in MS spectra due to their slight and predictable 
mass difference. In contrast, the physical and chemical properties of the different 
species are identical, resulting in co-elution during the LC run. Accurate information 
on the amount of spiked standard allows protein concentration to be deduced from 
the ratio of signal intensities between the heavy standard and the corresponding 
endogenous peptide [14]. 
Different standards have been described, such as labelled peptide standards 
(Absolute Quantification standards AQUATM), which are chemically synthesised 
isotope-labelled peptides. These are spiked into samples just before MS analysis 
[15]. Alternatively, Quantitative concatemer standards (QconCAT) are artificial 
concatemers of labelled peptides which can be spiked into samples before trypsin 
digestion [16]. With both these approaches, the efficiency of trypsin digestion is 
critical, and because prefractionation steps are often necessary, the accuracy of 
protein concentration measurements might be biased. Protein Standard Absolute 
Quantification (PSAQTM) limits these biases, since these full-length isotopically 
labelled standards are expected to behave in the same way as the endogenous 
target proteins throughout sample preparation [17]. Studies by Brun et al. [18] [19] 
demonstrated new possibilities for quantitative MS, specifically in the context of 
clinical biomarkers, when targeted mass spectrometry is combined with PSAQ 
standards to enhance the accuracy of quantification. Although more accurate, the 
PSAQ strategy requires the synthesis of full-length recombinant proteins in a labelled 
form and may present specific difficulties. 
 
As outlined above, to generate genome-scale models some prior biological 
knowledge is required. This knowledge is typically retrieved from omics experiments. 
More specifically, measuring enzyme concentrations is key to establishing the kinetic 
equations to be used in models. We show here that an MS-based pipeline allows 
generating high-throughput accurate quantitative proteomics data which can be used 
to feed genome-scale models, and show that this information can guide metabolic 
engineering choices when designing cell factories. The study focused on Escherichia 
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coli (E. coli), which is one of the most widely used cell factory platforms, and has 
been extensively studied in systems biology and used to develop very detailed 
mathematical models [8]. We particularly targeted central carbon metabolism (CCM) 
since it is involved in transport and oxidation of the main carbon sources, and all the 
natural metabolites produced by E. coli are derived from 12 precursor metabolites, 
which are either CCM intermediates or co-factors like ATP, NADH, and NADHP [20]. 
This makes CCM an essential crossroad for metabolic engineering [21]. 
We chose to use a PSAQ strategy to highly accurately measure the 
concentrations of enzymes involved in E. coli CCM in a multiplexed assay. To do 
this, we optimised a system producing full-length 15N-labelled standards. To be fully 
compatible with high-throughput screening, no prefractionation steps were carried out 
on the E. coli proteome, and SRM analyses were performed using scheduled mode 
to allow multiplexed analysis [22]. Analytical performances were tested using titration 
curves. The so-developed scheduled-SRM assay, monitoring 720 transitions during a 
single LC-SRM run, was used to accurately quantify 22 key enzymes involved in 
CCM in E. coli (Figure 1  & Table 1 ). Using this workflow (Figure 2 ), we investigated 
a wild-type reference E. coli strain and two genetically modified strains with an 
increased NADPH/NADP+ ratio [23]. Enzyme concentration measurements were 
combined with previously-obtained metabolic flux measurements. The results show 
that our approach is applicable for metabolic engineering purposes, and is 
particularly useful for distinguishing between regulation at the level of enzyme 
abundance and enzyme activity. We expect these data and this methodology to be 
very useful in developing kinetic models of metabolism. 
 
Material and methods 
 
Material 
 
Primers were purchased from Sigma (St. Louis, MO, USA). Host cells, E. coli BL21 
(DE3) and E. coli DH5α, were purchased from New England Biolabs (Ipswich, MA, 
USA). FastDigest® restriction enzymes, EcoRI, HindIII, SapI, XhoI and imperial 
protein stain were purchased from Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA, USA). 
The expression vector pPAL7 and Profinity eXact cartridges were from Biorad 
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(Hercules, CA, USA). Nucleospin® Plasmid and Extract II kits were purchased from 
Macherey Nagel (Duren, Germany). Luria-Bertani (LB) broth was purchased from 
Invitrogen (Carlsbad, CA, USA). (15NH4)2SO4 was obtained from Eurisotop (Saint-
Aubin, France). Trypsin and LysC were from Promega (Madison, WI, USA). Precast 
SDS-NuPAGE Novex Bis-Tris 4-12% acrylamide gradient gels were purchased from 
Invitrogen (Carlsbad, CA, USA). Bovine serum albumin (BSA) standard reference 
material 927d was obtained from the National Institute of Standards and Technology 
(NIST, Gaithersburg, MD, USA). Urea, ammonium bicarbonate, DTT and 
iodoacetamide were purchased from Sigma. Sep-Pack tC18 1cc vacuum cartridges 
were supplied by Waters (Manchester, England). 
 
Construction of expression strains 
 
Genes coding for the proteins of interest were PCR-amplified from MG1655 
gDNA using forward and reverse primers designed with both Vector NTI® and 
Geneious® software. List of primers is provided in Supplemental data file 1 . PCR 
products were purified using nucleospin® extract II kit and digested with the 
restriction enzymes indicated in Supplemental data file 1 . Fragments were then 
ligated into pPAL7, a fusion vector carrying an ampicillin-resistance gene, and a 
Profinity exact tag® (for details of the protocol, see the Biorad supplier notice). 
DH5α E. coli strains were transformed and plasmids were purified using the 
nucleospin® plasmid kit. Presence of the fragment was checked by double digestion 
and analysis after electrophoresis on a 0.8% agarose gel. Fragments were then 
sequenced (GATC biotech, Konstanz, Germany). E. coli expression strains were 
stored at -80 °C in LB broth containing 20% glycerol (v/v). 
 
Study strains and culture conditions 
 
Genetically modified and wild-type E. coli strains were obtained from Auriol et al. [23], 
their genotypes are described in Table 2. Cultures were performed in minimal media 
containing 5 g/L glucose (see below). Cells were harvested during the exponential 
growth phase, based on OD at 600 nm. 
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Production and purification of full-length 15N-labelled standards 
 
Media and growth conditions 
 
BL21-DE3 E. coli strains were grown on minimal medium (32 mM K2HPO4, 31 
mM KH2PO4, 28.5 mM C6H8O7, 4.1 mM MgSO4, 0.3 mM CaCl2, 14 µM ZnSO4, 12 µM 
CuCl2, 118 µM MnSO4, 34 µM CoCl2, 16 µM H3BO3, 2 µM NaMoO4; pH 6.8). 
Nitrogen was only provided as (NH4)2SO4 (7.5 mM final concentration). Isotopically 
labelled (15NH4)2SO4 was used to produce labelled proteins. 
For pre-culture, minimal media containing 10% LB was inoculated with the over-
expressing strains of interest. Culture in minimal media was inoculated with pre-
cultures to obtain an initial OD600 of ~ 0.2. Protein expression was induced with 1 mM 
IPTG, and cells were grown up to OD600 ~ 4. 
Cultures were centrifuged 5 min at 8000 g, supernatant was discarded, and cells 
were washed in the same volume of fresh PBS. Cells were resuspended in 100 mM 
KPO4, pH 7.6 buffer for sonication. Lysates were centrifuged 10 min at 12,000 g and 
supernatant was filtered through 0.22 µm membranes. 
 
Protein purification conditions and verification of  15N isotope 
incorporation 
 
Proteins were purified using 5 mL Profinity eXact cartridges (Biorad®) 
according to the supplier protocol. The duration of incubation in sodium fluoride (100 
mM, pH 7.6) was adapted for each protein to optimise tag cleavage. For the proteins 
expressed here, between 2 hours at room temperature and 12 hours at 4 °C were 
necessary. 
Purified proteins were either stored lyophilised or in 25 mM NH4HC03 10% glycerol 
(v/v) at -80 °C. 
15N incorporation into recombinant proteins was determined on peptides after 
digestion of 15N labelled proteins, as described below. LC-MS/MS analysis was 
performed in enhanced resolution data acquisition mode on a 4000 QTRAP 
instrument (ABSciex), as described below. Simulated isotopic distributions with 
varying 15N incorporation were generated for selected 15N tryptic peptides using 
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Isopro® software (https://sites.google.com/site/isoproms/home). The experimental 
isotope incorporation rate was determined by comparing simulated and experimental 
isotopic distributions using a least-squares regression method (Supplemental data 
file 2 ). 
 
Amino acid analysis (AAA) for standard titration 
 
Standards were calibrated using the AAA-MS (Amino Acid Analysis coupled to 
Mass Spectrometry) approach described by Louwagie et al. [24]. Briefly, the protein 
standard (1 µg, previously titrated by UV absorbance at 280 nm) was mixed with 1 µg 
of NIST bovine serum albumin standard. Then microwave-assisted acidic hydrolysis 
was performed using the Discover protein hydrolysis apparatus (CEM, Matthews, 
NC, USA). 
 Samples were solubilised in 20 µL of 50% acetonitrile, 0.1% formic acid. The 
autosampler from an HPLC-Ultimate 3000 (Dionex, Voisins Le Bretonneux, France) 
was used to inject 10 µL of each sample (in a 20 µL injection loop) at a flow rate of 6 
µL/min (mobile phase: 50% acetonitrile, 0.1% formic acid) directly into the 
nanosource of an LTQ-Orbitrap XL (Thermo Fisher Scientific). MS signal intensity 
was averaged for each amino acid over 2.5 min. The intensity of each amino acid in 
the standard and the analyte were used to calculate quantities. For more details, see 
[24]. 
 
Trypsin and LysC digestion 
 
Proteins or E. coli lysates were solubilised in 8 M urea, 50 mM NH4HC03 
buffer, reduced for 30 min at room temperature with 10 mM DTT and alkylated for 45 
min at room temperature in the dark with 100 mM iodoacetamide. Samples were 
diluted with 50 mM NH4HC03 to reach a final urea concentration of 2 M. LysC 
digestion was performed for 2 hours at 37 °C at an enzyme/protein ratio of 1/100 
(w/w). Samples were diluted once again with 50 mM NH4HC03 to reduce urea to 0.5 
M final concentration before performing trypsin digestion for 2 hours at 37 °C at an 
enzyme/protein ratio of 1/20 (w/w). Peptide samples were finally desalted on Sep-
Pack tC18 1cc vacuum cartridges. 
 
- 117 - 
 
MS and MS/MS experiments 
 
MS and MS/MS analyses were performed on a hybrid triple quadrupole/ion 
trap mass spectrometer (4000 QTRAP; ABSciex, Les Ulis, France). Liquid 
chromatography (LC) separation was performed on an ultimate 3000 LC-
chromatography system (Dionex, Voisins le Bretonneux, France) coupled to a 
Kinetex XB-C18 column, 2.1 x 150 mm, 2.6 µm, 100Å (Phenomenex, Torrance, CA 
90501). Peptides were separated using a linear 4% to 45% acetonitrile gradient over 
30 min at a flow rate of 50 µL/min. 
For MS/MS experiments, peptides were analysed on a 4000 QTRAP hybrid 
triple quadrupole mass spectrometer (ABSciex, Les Ulis, France) operated using a 
Turbo V source in Electrospray Ionisation (ESI) mode, operated in "Information 
Dependent Acquisition" (IDA) mode under Analyst version 1.5.1 software (AB 
SCIEX). A precursor ion scan between m/z 400-1400 was performed as a survey 
scan for the IDA method. Enhanced product ion (EPI) spectra were acquired with a 
scan speed of 4000 amu/s using a dynamic fill time for optimal MS/MS and rolling 
collision energy settings. Precursor and product ion accuracies were 1.2 and 0.6 Da, 
respectively, which is in line with the specifications of the 4000 QTRAP. 
Data were acquired in positive mode with the ion spray voltage at 5500 V, 
curtain gas 15 (arbitrary units), interface heater temperature 350 °C. Collision exit, 
entrance and declustering potential were set to 27, 12 and 50 volts, respectively. 
For SRM assays, collision energy was calculated using a linear equation based on 
the manufacturer's recommendations: 
CE (volts) = 0.44*m/z + 4 for doubly charged precursors 
CE (volts) = 0.5*m/z + 5 for triply charged precursors 
During SRM assay for method development, the mass spectrometer was operated in 
SRM mode, with a dwell time of 20 ms and a maximum of 100 transitions. After 
method validation, the instrument was operated using scheduled SRM mode 
(retention time windows: 60 s; target scan time: 2.5 s). A 30 s base width was 
estimated, and twelve points were acquired per chromatographic peak. 
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Design of SRM assays and MS/MS identifications 
 
A set of twenty-two proteins was selected from among proteins involved in the 
central metabolic pathways in E. coli (Figure 1 ). Each purified protein standard, in its 
labelled and unlabelled forms, was reduced, alkylated and digested, according to the 
protocol described above. LC-MS/MS analysis was performed on a 4000 QTRAP 
mass spectrometer. Peak lists (mgf files) were generated using Analyst version 1.5.1 
software (AB SCIEX).  MS/MS spectra were assigned to peptides using a sequence 
database search strategy performed using the Ecoli_K12_decoy protein sequence 
databank (release July 28, 2011, 25096 sequences) and Mascot (version 2.4). 
Trypsin was used to generate peptides allowing 1 miss-cleavage; cystein 
carbamidomethyl was set as a fixed modification while mono and di-oxidation of 
methionine was set as a variable modification. Mass tolerance for precursors and 
fragments ions was 1.2 and 0.6 Da respectively. Peptide charge was set at 1, 2 and 
3 and instrument was ESI-TRAP. Identification results file (.dat) may be downloaded 
from Peptide Atlas repository (http://www.peptideatlas.org/PASS/PASS00273). 
MS/MS data were used to retrieve the best peptides in order to build SRM transition 
lists. Consequently no specific cut-off score was set. Mascot results files were used 
to build Skyline® libraries. Lists of SRM transitions for both light and heavy versions 
of selected peptides were generated using Skyline® software [25]. Proteotypic 
peptides were selected, and the sequence was confirmed to be unique using the 
BLAST program. In line with Jaquinod et al. [26], five cysteine-containing peptides 
were retained in the transition list. In contrast, methionine-containing peptides were 
not included. The retention times for the selected peptides were examined, and 
peptides were selected to provide a homogeneous distribution across the gradient. 
This resulted in selection of at least three detectable proteotypic peptides for each 
protein targeted in this study. For each selected peptide, three transitions were 
selected. Optimal fragments were chosen based on the MS/MS spectra acquired. 
Finally, SRM transitions were validated by verifying that the retention time was 
identical for both heavy and light versions. Transition lists may be downloaded from 
Peptide Atlas repository (http://www.peptideatlas.org/PASS/PASS00272). 
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Quantitative analysis 
 
Quantitative SRM analyses were performed using MultiQuant software 
(version 1.2, AbSciex). The MultiQuant value for noise levels was 40%, and 2 min for 
the base-line subtraction window. All data were manually inspected to ensure correct 
peak detection and accurate integration. Data may be downloaded from Peptide 
Atlas repository (http://www.peptideatlas.org/PASS/PASS00272). 
The heavy area / light area (H/L) ratio was determined for each SRM 
transition, and peptide ratios were calculated by averaging ratios for transitions. The 
ratios obtained for the different proteotypic peptides from a given protein were 
averaged to determine the protein ratio. Absolute quantification was obtained from 
the heavy / light protein ratio multiplied by the amount of standard spiked into the 
sample at the beginning of the pipeline. The resulting enzyme quantifications were 
converted to concentrations (mmolenzyme·mLcyto
-1) and number of protein copies per 
cell (copies/cell) based on literature data [27] [28], as described in Supplemental 
data file 3 . 
 
Calculation of (differences in) effective turnover (F) 
 
In steady-state growth conditions, the flux J (mmolmetabolite·mLcyto
-1·h-1), through 
a metabolic reaction can be written as J = E x F, where E is the enzyme 
concentration (mmolenzyme·mLcyto
-1) and F is the effective enzyme turnover number 
(mmolmetabolite· mmolenzyme
 -1·h-1). F was calculated from measurements of E and J for 
each enzyme in the three strains studied, as explained in Supplemental data file 3 . 
Note that flux changes in the NA23 and NA176 strains relative to the MG1655 
reference strain, J/JMG, can be split into the product of relative changes in enzyme 
concentrations E/EMG and relative changes in enzyme turnover numbers F/FMG: J/JMG 
= E/EMG x F/FMG. Relative flux and enzyme concentration changes were determined 
from the data for both the NA23 and NA176 strains, and relative turnover numbers 
were calculated by dividing these ratios. 
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Results  
 
In cell  production of 15N labelled protein standards. 
 
The aim of this study was to develop a multiplexed MS-based absolute 
quantification method to accurately quantify proteins involved in central carbon 
metabolism in E. coli. This includes, glycolysis, gluconeogenesis, the glyoxylate 
shunt, the pentose phosphate pathway (PPP) and the tricarboxylic acid pathway 
(TCA) (Figure 1 ). We chose to target key enzymes in each pathway, selecting 
glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPA), involved in glycolysis; glucose-
6-phosphate dehydrogenase (ZWF), part of the PPP; and citrate synthase (GLTA) 
from the TCA pathway, among others (Table 1 ). 
Twenty-two full-length 15N labelled standards were produced in transformed E. 
coli and purified. To ensure that labelled standards were produced in sufficient 
quantities at minimal substrate cost, growth conditions were optimised to minimize 
(NH4)2SO4 concentration. The purification system was chosen to ensure fast and 
efficient target purification. With the Bio-Scale™ Mini Profinity eXact™ cartridge, 
purification and tag cleavage are performed in a single step, which reduces multi-
step losses [29]. SDS-PAGE analysis confirmed the absence of major contaminants 
or degradations (Supplemental data file 4 ). For each 15N standard, it was also 
necessary to check the isotope incorporation rate. This is critical for generating 
accurate data. Incorporation rates were evaluated using Isopro® software and found 
to be 98.5% for all peptides (Supplemental data file 2 ). This agrees well with the 
purity of the (15NH4)2SO4 used (98.5%). Light versions of standards were also 
produced to establish titration curves. Standard titration was also a critical step since 
it determines assay accuracy. To limit the amount of standards and time required, 
AAA-MS was performed, as described by Louwagie et al. [24]. In contrast with [13C6, 
15N2]-L-lysine and [
13C6, 
15N4]-L-arginine standards, full-length 
15N labelled standards 
can be titrated using all twenty amino acids; amino acids which are known to undergo 
chemical modifications were nonetheless excluded. For instance, asparagine and 
glutamine are subject to deamidation, producing aspartate or glutamate; while 
cysteine, methionine and tryptophan may be modified through uncontrolled oxidation 
processes. We therefore chose five amino acids to determine the concentration of 
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the standards produced, these were: alanine, isoleucine/leucine, phenylalanine, 
proline and valine. Results are expressed as the mean concentration for these five 
amino acids. Each standard was assayed four times in technical replicates. The 
coefficients of variation (CVs) calculated for these assays were between 4 and 12% 
(Supplemental data file 5 ). 
For each standard, between 2 and 5 milligrams of protein were obtained per 100 mL 
culture. We therefore set up a pipeline to produce large amounts of labelled protein 
standards while limiting substrate costs. Standards were stored at -80 °C prior to 
further analyses. 
 
Designing a scheduled SRM assay for key enzymes in E. coli  central carbon 
metabolism 
 
To set up the SRM assay for key enzymes involved in E. coli CCM, a list of 
peptides and fragment ions to be monitored must first be carefully defined to ensure 
the specificity of analyses. Skyline® software [25] was recently developed to 
automate this step. This software requires two inputs: protein sequences and 
spectral libraries for the target proteins. LC-MS/MS analyses were performed after 
LysC and trypsin digestion of light and heavy proteins, and MS/MS data were used to 
create the Skyline® library. SRM methods were automatically generated, with three 
proteotypic peptides per protein, except ALK, which is a small protein producing only 
one detectable peptide. Three transitions were monitored per peptide. All the 
peptides selected were proteotypic peptides, i.e., of unique sequence in the E. coli 
database and with good ionisation properties [30]. The final list for the SRM assay 
consisted of 720 SRM transitions (Supplemental data file 6 ). 
To monitor these 720 SRM transitions, scheduled SRM analyses [22] were 
performed. Parameters were carefully tuned to optimise the limit of detection for all 
transitions. It was necessary to find a trade-off between the number of transitions to 
be monitored, peak resolution and sensitivity of the analysis. We chose to analyse 
samples on a micro-LC system with a flow rate at 50 µL/min. This configuration was 
chosen because it results in highly reproducible retention times (~10 s shift) allowing 
a retention time window of 60 seconds to be used with confidence. Target scan time 
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was set to 2.5 seconds, allowing approximately 12 points per chromatographic peak, 
which is the peak definition recommended for quantification [31]. 
Thus, chromatographic conditions were optimised to ensure highly multiplexed 
capabilities, making it possible to monitor 720 transitions during a single 30-min 
effective gradient. Thus, 22 enzymes could be effectively and accurately quantified in 
a single analysis. 
 
Assay validation in terms of accuracy, precision an d linearity range 
 
The analytical performances of the quantification method were checked using 
titration curves. This involved adding increasing amount of light standard proteins to 
an E. coli lysate while adding a constant amount of heavy standard to each sample. 
The light version of proteins was added in amounts ranging from the lowest 
endogenous amount, to assess signal response linearity from basal to the highest 
potential levels, as advocated by the Food and Drug Administration. 
(htp://www.fda.gov/downloads/Drugs/GuidanceComplianceRegulatoryInformation/Gu
idances/UCM070107.pdf). 
A preparation workflow was applied, including LysC digestion in denaturing 
conditions (4 M urea), followed by trypsin digestion. No prefractionation steps were 
applied. SRM analyses were performed to determine the heavy / light ratio and thus 
estimate the amount of light protein present in samples (Supplemental data file 7 ). 
Estimated light protein amounts were plotted against the quantities added. All titration 
points were performed as full-process triplicates. This experiment thus allows us to 
determine three key parameters of the assay: 1. accuracy of the method, which is 
indicated by the slope of the curve; 2. precision of the method, which is indicated by 
the error bars corresponding to the CVs for technical replicates; 3. the range of the 
linear response (R2). The results indicate that our method is accurate, precise and 
that the signal response is linear over the range tested (Figure 3 ) (Table 3 ). The 
slope of titration curves was between 0.82 (ALK) and 0.98 (PPSA), and in all cases 
the linear regression coefficient was higher than 0.998. The median CV for technical 
replicates was 2.9%, with 90% of replicates having a CV of less than 4.1%. It can be 
noted that, for a given protein, inter-peptide CVs were less than 20% (This could not 
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be determined for ALK since only one peptide was monitored) (Supplemental data 
7). 
The LLOQ is an important measure of performance as it defines the lowest analyte 
concentration that can be accurately measured, it thus represents a genuine 
measure of how sensitive an assay is. A signal-to-noise ratio of 10 is frequently used 
to define the LLOQ [32]. However, with scheduled SRM mode, background noise is 
extremely low, and there is no easy and/or practical way to accurately measure co-
eluting noise. We therefore chose, in line with Kuzyk et al. [33] [34], to determine the 
LLOQ of the assay empirically. Thus, the lowest analyte concentration that can be 
measured with a CV < 20%, and an accuracy between 80% and 120% in the linear 
response range is defined as the LLOQ. LLOQs were defined for each assay using 
data from technical triplicates for each concentration point in titration curves. The 
lowest point of each titration curve was the endogenous level present in the lysate 
(from MG1655, NA0023 or NA0176 strain), corresponding to the lowest abundance 
of target protein. At endogenous levels, CVs above 20% were only reached for ALK, 
GLK and TKTB (34, 33, 34%, respectively). The LLOQ considered for these three 
proteins was therefore the amount of light protein spiked into point 1 (P1) for titration 
curves (Supplemental data file 7 ). The LLOQs determined for each of the twenty-
two protein assays are indicated in Table 3 . 
 The titration results demonstrate that our analytical pipeline is accurate, 
precise and linear; we therefore went on to use the labelled standards described and 
the associated SRM assay to measure enzyme concentrations in selected E. coli 
strains. 
 
Absolute quantification of twenty-two proteins in M G1655 E. coli  lysates and in 
genetically modified strains: assessing workflow ef ficiency 
 
To verify the benefits of using labelled protein standards to determine E. coli 
enzyme concentrations, we first applied our SRM assay to the MG1655 wild-type 
reference E. coli strain (Figure 2 ). Twenty-two standards were spiked into E. coli 
lysate. The rapid sample preparation workflow, consisting in LysC followed by trypsin 
digestion, was then applied, without sample decomplexification. Scheduled SRM 
analyses were performed as described above. Heavy/light ratios were determined, 
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and the endogenous concentrations of each protein were calculated. Three biological 
samples were prepared for each strain, and each biological sample was analysed 
twice in full-process technical replicates. 
Absolute quantification was obtained for the 22 enzymes. The least abundant protein, 
PPSA, was quantified at 491 copies per cell, while the most abundant, GAPA, was 
measured at 21,119 copies per cell. The biological CVs for these concentrations 
were 1.8% and 4.7%, respectively (Table 4 ), while technical CVs never exceeded 
7%. For absolute quantification of the wild-type E. coli (MG1655) strain, we scanned 
720 transitions during a single 60 min LC-SRM analysis (30 min effective gradient) 
(Supplemental data file 8 ). The results obtained for the wild-type strain confirmed 
that this workflow is robust, efficient and has a high multiplexing potential, while 
generating accurate, high-throughput data. 
 
In light of these results, the pipeline was used to measure protein 
concentrations in two strains of bio-industrial interest, both genetically engineered to 
produce high levels of NADPH. NADPH is involved in many biosynthesis pathways, 
making it a potentially limiting cofactor when synthetic pathways are engineered, thus 
strains producing high levels of NADPH could be of interest [35]. The gene pgi, 
coding for glucose-6-phosphate-isomerase is eliminated in the two strains studied. 
Therefore we determined the abundance of 21 of the 22 enzymes studied in the wild-
type strain. The absolute quantities obtained from biological triplicates were 
expressed as a number of copies of each protein per cell (Table 4 & Figure 4) . The 
results presented in Figure 4  distinguish between the most abundant enzymes in 
each of the three strains, and make it possible to compare variations in abundance 
between strains. The dynamic range for these measurements was around 103, since 
the least abundant protein, PPSA, was estimated to be present at 285 copies per cell 
(CV 0.7%) in strain NA176, while the most abundant protein, ACEA, was estimated 
to be present at 58,843 copies per cell (CV 9.2%). The coefficient of variation for 
technical replicates never exceeded 15% for these assays, and 90% of technical CVs 
were below 2.7% (Supplemental data file 8 ). For instance, for strain NA23 
(biological replicate 1), the copy numbers per cell measured for ALK and ACEA were 
between 314 +/- 21 and 52,650 +/- 684, with technical CVs of 6.8% and 1.3%, 
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respectively. This confirms the precision of the methodology right across the dynamic 
range. 
We conclude from these results, using both technical and biological triplicates, 
that the workflow developed is reproducible, and can be used to generate accurate 
and multiplexed data at high-throughput. 
 
Determining effective enzyme turnover numbers using  accurate quantitative 
proteomics data and metabolic flux measurements 
 
One of the main objectives of metabolic engineering is to change metabolic 
flux distribution in microorganisms so as to optimise the production of compounds of 
biotechnological interest [36]. Metabolic fluxes are controlled at different levels, 
including enzyme concentrations, kinetic parameters defining enzyme properties (Km 
and kcat in irreversible Michaelis-Menten kinetics), and the concentrations of 
substrates, products, and co-factors [37]. We used a simple phenomenological model 
of metabolic fluxes which separates the effect of enzyme abundance from the effect 
of enzyme activity. The model makes the common assumption that metabolic fluxes 
are proportional to enzyme concentrations [38]. Thus, J = E x F, where J denotes 
metabolic flux, E enzyme concentrations, and F is what is known as the so-called 
effective enzyme turnover number (Supplemental data file 3 ). This model can be 
used even when exact, in vivo values for the kinetic parameters are missing (which is 
often the case). 
Absolute values were available for two of the three variables in the flux 
equation for the network of Figure 1 , for all three strains. These were: the metabolic 
flux distribution, as described by Auriol et al. [23]; and the enzyme concentrations 
from the SID-scheduled SRM (scSRM) analysis presented in this study. The effective 
enzyme turnover number could thus be computed from F = J/E, after converting the 
experimental data to comparable units (Supplemental data file 3 ). This idea can be 
used to gain a deeper insight into how flux changes are affected by enzyme 
abundance versus enzyme activity by comparing the wild-type reference strain 
MG1655, with strains NA23 and NA176. The metabolic flux in NA23 or NA176 
relative to MG1655 (J/JMG) equals the product of the relative enzyme concentrations 
(E/EMG) and the relative enzyme turnover numbers (F/FMG). For example, a 2-fold 
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increase in metabolic flux in strain NA23 (JNA23/JMG = 2) could be due to a 4-fold 
increase in enzyme abundance (ENA23/EMG = 4) and a 2-fold decrease in the effective 
enzyme turnover number (F NA23/FMG = 0.5). 
We measured the relative changes in metabolic fluxes, enzyme 
concentrations, and effective enzyme turnover numbers for the 21 enzymes in all 
three strains growing on minimal medium with glucose. The results show that, for 
some reactions, the changes in metabolic flux are mainly due to variations in enzyme 
abundance, whereas for others they are the result of modifications to enzyme activity 
(Table 5 & Supplemental data file 9 ). 
For instance, Auriol et al. [23] compared the NA23 strain with the wild-type 
strain and found a 54-fold decrease in flux through the reaction catalysed by SUCC, 
which generates succinate from succinyl-CoA as part of the TCA cycle (Figure 1 ). 
We show that this change in flux results from a 3.3-fold increase in enzyme 
abundance and a 180-fold decrease in enzyme activity (Table 5 ). This confirms that 
differential enzyme activity causes the change in metabolic flux. It would not have 
been possible to reach this conclusion based on flux data alone. Similar observations 
can be made for the reactions catalysed by DHSA, GLTA, and GLK reactions, for 
which the fluxes decreased 14.1, 14.5, 18.9-fold, respectively, in strain NA23 relative 
to the wild-type MG1655 strain. While the enzyme concentrations increased 6.9, 5.9, 
2.7-fold for these reactions, the effective enzyme turnover numbers decreased 100, 
83.3 and 50-fold, respectively (Table 5 ). For ACEA, Auriol et al. observed a 5.0-fold 
increase in flux. Our results indicate that this is the result of an 8.1-fold increase in 
enzyme concentration, and a 1.6-fold decrease in effective enzyme turnover. The 
results observed for ACEA in this study match those reported by Hua et al. [39], who 
demonstrated that deleting pgi led to increased activation of the glyoxylate shunt. 
Consistent with this, ICDA abundance increased 1.6-fold, while its activity decreased 
83.3-fold. This leads to a decreased flux through the TCA cycle, with substrates 
redirected through the glyoxylate shunt (see below). 
Accurate quantitative proteomics data in combination with flux data thus 
allows the effective enzyme turnover number to be determined. Using the workflow 
and the labelled protein standards developed in this work, absolute enzyme 
concentrations can be obtained for any E. coli strain cultivated in any experimental 
conditions, and effective enzyme turnover numbers can be calculated if flux data is 
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available. As demonstrated by the comparison of the wild-type and mutant strains, 
information on the effective turnover for an enzyme can be used to distinguish 
between two levels of regulation of metabolic fluxes: enzyme concentrations and 
enzyme activities. The insights obtained using these data can then be used to target 
metabolic engineering efforts, for instance to decide whether it is worth increasing the 
expression of a gene coding for a specific enzyme. 
 
Discussion 
 
This article describes a highly multiplexed MS-based absolute quantification 
method dedicated to the in-depth study of E. coli central carbon metabolism. It 
provides data for the calibration and validation of models in systems biology and to 
guide metabolic engineering efforts. The method is based on stable isotope dilution 
combined with MS-based analysis using Selected Reaction Monitoring (SRM). 
Indeed, previous studies had demonstrated that several proteins could be detected 
and accurately quantified with high sensitivity and specificity using this type of 
approach [13]. 
Since the first study using stable isotope dilution (SID) for absolute protein 
quantification was described [14], other standards have been developed, such as 
labelled peptide standards (AQUA®) [15], Quantitative concatemer standards 
(QconCAT) [16], and Protein Standards for Absolute Quantification (PSAQ®) [17]. 
Labelled peptide standards are now widely used and provide highly precise data for 
sample sets. However, peptide standards cannot always ensure high accuracy in 
absolute quantification measurements, as some biases can be introduced due to 
unpredictable proteolysis efficiency [40], incomplete standard solubilisation and/or 
other sample treatments (e.g. desalting, immunopurification, depletion steps) prior to 
the addition of standards. Thus, when accurate measurement of protein 
concentrations is needed, stable isotope labelled proteins should be used as 
reference standards and added at the very beginning of sample preparation. 
Therefore, for the present study, we decided to use full-length isotope labelled 
standards to measure enzyme concentrations as accurately as possible. Considering 
our study model (E. coli), it appeared relevant to produce full-length isotopically 
labelled standards in E. coli cells, to allow high production rates. The first step was to 
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develop a minimal growth medium limiting substrate consumption and thus 
production costs. Then, a purification system had to be found to allow easy and 
efficient production of standards. We selected a system where purification and tag 
cleavage were performed during a single step [29]. We then verified the isotope 
incorporation rate by comparing precursor ion mass spectra with a simulated isotopic 
distribution. Finally, standards were calibrated, using an AAA-MS approach which 
has the advantages of requiring tiny amounts of starting material, a shorter time 
frame and has similar accuracy to standard AAA [24]. 
Clearly, this workflow can be used for straightforward and efficient production of large 
amounts of multiple full-length isotopically labelled standards, and is particularly 
suitable for soluble proteins. This system is not limited to E. coli proteins, and can be 
extended for many applications where post-translational modifications are not 
needed. For instance, Wang et al. [29] developed a similar 15N labelled standard 
production system to quantify human ApolipoproteinE, while another study [41] 
produced 15N-labelled analogues to accurately quantify DNA glycosylase. 
To make our assay as straightforward as possible, fractionation steps were excluded 
in this study. This led to increased proteome complexity and dynamic range, and 
potentially reduced detection sensitivity for the target proteins. However, it has been 
shown that targeted SRM analysis enhances the limit of detection for peptide up to 
100-fold compared with unbiased MS analysis [32], resulting in improved sensitivity. 
Other authors have demonstrated that an SRM approach can quantify proteins over 
a dynamic range between 50 and 106 copies per cell [42]. According to Ishihama et 
al. [43], the protein dynamic range in E. coli strains is approximately 4 orders of 
magnitude. The selectivity, sensitivity and dynamic range capabilities conferred by 
SRM make this approach the most appropriate for our study. One of the main 
challenges was to develop an analytical workflow allowing high-throughput, precise 
and accurate quantification across the whole range of protein abundances for E. coli. 
We used a micro-LC configuration to generate highly resolved chromatographic 
peaks, with highly reproducible retention times. This allowed us to set a 60-second 
retention time window for scheduled SRM experiments. In this study, we developed a 
method to accurately quantify 22 proteins. This involved monitoring 720 transitions 
during a single 30-min analysis. With only three peptides per protein and three 
transitions per peptide (for both heavy and light forms), the scSRM method described 
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here could easily be used for accurate quantification of up to 50 proteins 
simultaneously. The analytical performance of our workflow was assessed using 
titration curves, and results showed a high precision (low inter-technical and inter-
peptide CVs). The precision obtained led us to conclude that with full-length 
standards, it should be possible to monitor only one peptide without losing accuracy. 
With one peptide per protein and three transitions per peptide (for both heavy and 
light forms), it might be possible to accurately quantify 150 proteins in a single run by 
scanning 900 transitions. Keseler et al. [44] described small molecule metabolism in 
E. coli to be dependent on 865 enzymes. This means that our technique could 
potentially accurately quantify 20% of E. coli enzymes in a single 30-min analysis. 
Multiplexing capabilities might also be further enhanced, e.g. by setting up a 1-hour 
effective gradient. To date, the most multiplexed study generating absolute 
quantitative data using labelled peptide standards, described by Picotti et al. [42], 
quantified 45 proteins during a 60-min effective LC gradient. This could be improved 
on given the gain in accuracy conferred by the use of full-length standards and the 
multiplexing capacity of scSRM. Our study is the first to use a highly multiplexed 
absolute quantification proteomics-based approach to determine the concentrations 
of CCM enzymes. 
 
We applied the workflow developed to strains with increased production of 
NADPH, an essential intermediate involved in many biosynthesis pathways. We 
focused on how this imbalance affected the abundance of CCM enzymes [21], and 
demonstrated how accurate quantitative data could complement flux data in 
describing these effects. To do this, we studied the modified microorganisms 
developed by Auriol et al. [23]. In strain NA23 (MG1655 ∆pgi ∆edd ∆udhA ∆qor) 
NADPH overproduction was the result of deletion of the pgi and edd genes. Auriol et 
al. showed that, to compensate for the stress due to the NADPH/NADP+ imbalance, 
two adaptive mutations in two different genes occurred to produce strain NA176 [23]. 
The first of these, nuoF*, occurred in the gene encoding for a subunit of the water-
soluble NADH:ubiquinone, leading to novel NADPH reoxidizing pathways. The 
second mutation, rpoA*, occurred in the gene coding for the alpha subunit of RNA 
polymerase, which causes a global transcriptional rearrangement, involving the 
repression of genes contributing to the TCA pathway and the glyoxylate shunt [23]. 
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Results presented by Auriol et al. showed that, in the case of NA23, fluxes were 
rerouted through the PPP, while the glycolysis pathway was activated down to 
pyruvate production. TCA enzymes were regulated through hyperactivation of the 
glyoxylate shunt, thus limiting NADPH production by isocitrate dehydrogenase 
(Figure1 ). This resulted in an accumulation of oxaloacetate, which explains the need 
to activate anaplerotic pathways to maintain the balance of TCA intermediates [21]. 
 
In this study, we used accurate quantitative proteomics data to analyse the 
origin of variations between the wild-type and genetically modified strains. We 
considered that a reaction flux (J) is determined by the abundance (E) and the 
effective turnover number (F) for an enzyme, a relationship expressed in the simple 
equation J = E x F (Supplemental data FILE 3 ). It has been observed that F 
generally incorporates a variety of metabolic effects, including kinetic properties of 
the enzymes and the concentrations of substrates, products, and co-factors. When 
combining accurate quantitative proteomics data with flux measurements, it is 
possible to analyse the relative contributions of the abundance and effective turnover 
of enzymes to observe flux variations between strains. An interesting case was the 
activation of the glyoxylate shunt observed in the two genetically modified strains 
studied here. For NA23, the increased flux through the ACEA reaction was mainly 
due to a higher enzyme concentration with a relatively constant effective turnover 
number. A similar result was observed for ACEB. In contrast, the reduction in flux 
through ICDA appeared to be mainly due to diminished enzyme activity. These 
results concur with studies describing regulation of the glyoxylate bypass operon, 
aceBAK. This operon codes for the glyoxylate shunt enzymes ACEA and ACEB, as 
well as isocitrate dehydrogenase kinase/phosphatase (ACEK). ACEK phosphorylates 
ICDA, to reduce its activity [45] [46]. Thus, our results showing that ACEA and ACEB 
were present in increased amounts, while ICDA had decreased its activity are 
consistent with regulation of aceBAK expression. In the NA176 strain, which results 
from adaptive evolution of NA23, the ICDA flux was higher than in NA23. This 
appears to be due to an increased effective enzyme turnover, as the enzyme 
concentration remains similar in both strains. This type of information is very 
interesting, since it can be used to develop appropriate metabolic engineering 
strategies to optimise cell factory design. 
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Accurate quantitative proteomics data could also be integrated into predictive 
models, both constraint-based models (CBMs) of the flux distribution in metabolic 
networks and mechanistic models including details of enzyme kinetics. For instance, 
enriching CBMs with quantitative proteomics and metabolomics data, as part of 
IOMA [47], would clearly increase the accuracy of the metabolic fluxes predicted. 
Models of metabolic networks integrating different types of omics data are still being 
developed, but they are very promising for the development of future cell factories. 
Finally, for a reaction in which substrate quantities are known, absolute 
enzyme concentrations could be used to determine the kcat/km value, which are often 
missing in enzyme databases such as BRENDA (http://www.brenda-enzymes.org/). 
 
In conclusion, in this work we describe a proteomics workflow allowing 
multiplex absolute quantification of enzymes involved in CCM in E. coli. This 
workflow can be used to generate high-throughput accurate quantitative proteomics 
data, making ambitious systems biology projects possible in the context of metabolic 
engineering. 
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Figure legends  
 
Figure 1. Overview of the central carbon metabolism  network in  Escherichia 
coli . 
The main pathways of central carbon metabolism studied in this work are shown, 
including glycolysis, the tricarboxylic acid pathway (TCA), the glyoxylate shunt, and 
the pentose phosphate pathway (PPP). Black squares indicate major metabolic 
intermediates. Grey boxes highlight the twenty-two enzymes targeted in this work. 
 
Figure 2. Accurate quantification workflow to analy se enzymes involved in 
Escherichia coli  central metabolism. 
Stable isotope dilution combined with an MS-based analytical strategy was 
developed using full-length 15N labelled standards to ensure accuracy. To ensure a 
straightforward workflow, no prefractionation steps were carried out. Selected 
Reaction Monitoring (SRM) was used for optimal selectivity and sensitivity. 
 
Figure 3. Analysis of PPSA, using full-length 15N labelled standard and 
scheduled SRM analysis. 
A. Total extracted ion chromatogram for PPSA. Six peptides were monitored for this 
enzyme, with at least three transitions per peptide. Zoom shows peptide 
IEDVPQEQR (retention time 12.6 min) m/z of light peptide is 557, and m/z of heavy 
peptide is 564. Three transitions were monitored for each version of the peptide. B. 
Titration curve for protein PPSA, monitoring 6 peptides and at least 3 transitions per 
peptide. Increasing amounts of light protein were added to samples along with a 
constant amount of labelled standard. The preparation workflow was applied, 
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combining LysC and trypsin digestion, without prefractionation steps. SRM analyses 
were performed to determine the heavy / light ratio and thus estimate the light protein 
concentration. Estimated amounts of light protein were plotted against the quantities 
added. All titration points were performed in full-process triplicates. Linear regression 
was applied, and coefficients of variation are a measure of reproducibility between 
full-process technical triplicates. 
 
Figure 4. Escherichia coli  central metabolism and absolute amounts of 22 
enzymes involved in these pathways. 
The proteomics workflow was used to accurately quantify 22 key enzymes in E. coli 
central carbon metabolism during exponential growth in minimal medium 
supplemented with glucose. Absolute amounts are expressed as a number of protein 
copies per cell for 22 proteins from the wild-type strain (MG1655), and for 21 proteins 
from the genetically modified strains (NA23 and NA176) from which the pgi gene is 
deleted. Results for MG1655, NA23 and NA176 strains are indicated in blue, red and 
green, respectively, with a colour intensity code to broadly indicate number of copies 
per cell. This representation allows ready visualisation of the most and least 
abundant proteins in central metabolism, and of variations between wild-type and 
modified strains. 
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Table 1: Enzymes targeted in central carbon metabol ism. 
Short name, full name, accession number, pathways they are involved in and 
molecular weight of the 22 enzymes studied are indicated. All proteins were 
produced in their light and heavy versions. 
 
 
 
Short 
name 
Name 
Uniprot  
Accession 
Number 
Pathway Molecular Weight (Da) 
     
GAPA Glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase A P0A 9B2 Glycolysis 35 532 
PCKA Phosphoenolpyruvate carboxykinase [ATP] P22259  Gluconeogenesis 59 643 
ACEA Isocitrate lyase P0A9G6 Glyoxylate cycle 47 52 2 
ZWF Glucose-6-phosphate 1-dehydrogenase P0AC53 PPP 55 704 
GLTA Citrate synthase P0ABH7 TCA 48 015 
MAEB NADP-dependent malic enzyme P76558 Gluconeogen esis 82 417 
GLK Glucokinase P0A6V8 Glycolysis 34 723 
PPC Phosphoenolpyruvate carboxylase P00864 Gluconeo genesis 99 063 
TKTB Transketolase 2 P33570 PPP 73 043 
G6PI Glucose-6-phosphate isomerase P0A6T1 Glycolysi s 61 530 
DHSA Succinate dehydrogenase flavoprotein subunit P 0AC41 TCA 64 422 
DLDH Dihydrolipoyl dehydrogenase P0A9P0 Glycolysis 50 688 
MDH Malate dehydrogenase P61889 TCA 32 337 
SUCC Succinyl-CoA ligase [ADP-forming] subunit beta  P0A836 TCA 41 393 
ALK KHG/KDPG aldolase P0A955 Glyoxylate cycle 22 28 4 
GPMA 
2,3-bisphosphoglycerate-dependent 
phosphoglycerate mutase 
P62707 Glycolysis 28 556 
TPIA Triosephosphate isomerase P0A858 Glycolysis 26  972 
ICDA Isocitrate dehydrogenase [NADP] P08200 TCA 45 757 
ACKA Acetate kinase P0A6A3 
Acety-CoA 
biosynthesis 
43 290 
PPSA Phosphoenolpyruvate synthase P23538 Gluconeoge nesis 87 435 
ACEE Pyruvate dehydrogenase E1 component P06958 Gly colysis 99 668 
ACEB Malate synthase A P08997 Glyoxylate cycle 60 2 74 
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Table 2: E. coli  strains studied. 
Genotypes of the strains studied. Four genes were deleted in NA23 strain to induce 
an NADPH/NADP+ imbalance [23]. NA176 strain resulted from the adaptive evolution 
of NA23, leading to the appearance of a new pathway for NADPH reoxydation 
through mutations in genes nuoF and rpoA. 
 
Strain genotype 
MG1655 Wild-Type 
NA23 MG1655 ∆pgi ∆udhA ∆qor ∆edd 
NA176 MG1655 ∆pgi ∆udhA ∆qor ∆edd nuoF*-Km rpoA*-Cm 
 
pgi: Phospho glucose isomerase 
edd: Entner Doudoroff dehydratase 
qor: Quinone oxydoreductase 
udhA: Soluble transhydrogenase 
nuoF: NADH:ubiquinone oxidoreductase subunit F 
rpoA: RNA polymerase, alpha subunit 
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Table 3: Titration results for the twenty-two enzym es targeted, and LLOQ 
estimation for each assay.  
Titration was performed in E. coli lysates for the twenty-two target proteins. At least 
three proteotypic peptides were used per protein, except for ALK for which only one 
proteotypic peptide was available. Three transitions were used per peptide. Each of 
the titration curves was fitted by linear regression; slope and linear regression 
coefficient were calculated. Standard deviations were calculated based on three full-
process technical replicates. The LLOQ indicated were defined based on the lowest 
analyte concentration that could be measured with a CV < 20% (CVs for full-process 
technical replicates), and an accuracy between 80% and 120% in the linear response 
range. 
 
Precision d LLOQ 
Protein  Accuracy a 
Endogenous 
quantity b 
(µg/100µg lysate) 
Linearity c 
(at mid-range) (µg/100µg lysate) 
 MG1655 lysate 
DLDH 0.923 0.398 0.9994 0.6 0.414 
SUCC 0.919 0.196 0.9996 0.9 0.213 
MDH 0.862 0.347 0.9997 0.9 0.329 
ZWF 0.940 0.061 0.9995 0.9 0.063 
GLTA 0.905 0.341 0.9996 1.7 0.291 
PCKA 0.930 0.056 0.9999 0.9 0.050 
ACEA 0.868 1.104 0.9967 1.7 0.913 
MAEB 0.895 0.085 0.9998 1.3 0.081 
GPMA 0.926 0.206 0.9993 1.3 0.212 
ACEB 0.901 0.403 0.9994 1.2 0.333 
 NA0023 lysate 
G6PI 0.910 0.003 0.9998 2.9 0.061 
GAPA 0.954 0.525 0.9998 1.2 0.528 
PPC 0.926 0.130 0.9999 0.7 0.128 
ACKA 0.959 0.043 1.0000 2.0 0.043 
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ICDA 0.908 1.111 0.9995 0.4 1.068 
TPIA 0.970 0.117 1.0000 0.5 0.115 
ACEE 0.951 0.218 1.0000 1.3 0.220 
 NA0176 lysate 
DHSA 0.947 0.152 0.9987 3.0 0.169 
ALK 0.829 0.024 0.9997 4.4 0.050 
GLK 0.928 0.012 0.9997 5.4 0.036 
TKTB 0.968 0.044 0.9995 3.3 0.131 
PPSA 0.984 0.044 0.9984 2.2 0.050 
 
aAccuracy: slope of titration curve 
bEndogenous quantity: y-intercept from linear regression 
cLinearity: correlation coefficient (R²) 
dPrecision: inter-technical replicate CVs 
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Table 4: Accurate and multiplexed quantification re sults for twenty-two 
proteins in E. coli  lysates. 
The proteomics workflow was used to accurately quantify 22 key enzymes in E. coli 
central carbon metabolism during exponential growth in minimal medium 
supplemented with glucose. Accurate quantities determined with full-length 15N 
labelled standards detected by scheduled SRM analyses are shown. For each strain, 
biological triplicates were performed, and full-process technical triplicates were run 
for each sample. Accurate concentrations are expressed in number of protein copies 
per cell. The coefficients of variation are calculated based on data for biological 
triplicates. 
 
   Average quantity from biological replicates 
   Number of copies per cell 
    MG1655   NA23   NA176   
    Copies per cell  CV (%) Copies per cell  CV (%) Copies per cell  CV (%) 
         
GLK 289* 1.8 463 16.7 119* 1.5 
PPSA 491 1.8 690 4.4 285 0.7 
G6PI 2,431 2.1         
ACEE 3,028 1.0 1,022 10.7 1,880 3.8 
TPIA 3,665 2.3 2,046 33.5 1,673* 2.4 
GPMA 4,945 1.6 5,446 2.8 5,325 3.8 
DLDH 5,512 3.1 3,804 3.8 11,301 3.5 
Glycolyse 
GAPA 21,119 4.7 7,605 33.3 10,749 5.9 
         
ZWF 778 2.9 579 13.7 1,091 2.7 Pentose 
Phosphate 
Pathway TKTB 1,019 4.3 887 26.4 268* 4.1 
         
Entner ALK 2,049 3.0 451* 43.9 484* 2.1 
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Dourdonoff 
Pathway 
         
ACEB 3,846 2.7 7,140 23.4 6,433 4.0 
GLTA 4,325 4.3 15,160 8.8 14,986 3.3 
MDH 7,137 3.8 10,943 7.8 14,683 2.7 
Glyoxylate 
shunt 
ACEA 12,251 5.7 58,843 9.2 39,767 2.7 
         
DHSA 2,002 7.1 8,290 12.3 1,472 4.7 
SUCC 3,686 5.9 7,336 2.9 4,092 4.1 
Krebs 
cycle 
ICDA 12,145 3.4 11,446 16.1 30,637 2.6 
         
PCKA 525 3.3 3,185 12.5 1,133 4.7 
MAEB 708 4.8 1,608 10.4 919 3.2 
Anaplerotic 
pathways 
PPC 2,668 3.6 748 49.5 2,990 2.2 
         
Acetate 
pathway ACKA 686 14.0 420  5.6 431* 3.2 
 
* Absolute quantities indicated are close to but below the LLOQ determined based on titration curves. 
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Table 5: Variations in fluxes, enzyme concentration s, and effective enzyme 
turnover numbers between strains MG1655, NA23 and N A176. 
Metabolic fluxes were determined by Auriol et al. [23], enzyme concentrations were 
determined in this study. Metabolic fluxes and enzyme concentrations can be used to 
calculate the effective enzyme turnover number (Supplemental data file 3 & 
Supplemental data file 9 ). The table shows the relative difference in metabolic flux, 
enzyme concentrations, and enzyme turnover numbers for 21 enzymes between the 
reference strain, MG1655, and strains NA23 and NA176. pgi, which codes for G6PI, 
is deleted from both NA23 and NA176 strains. 
 
 Strain NA23 versus MG1655 
  JNA23 / JMG   ENA23 / EMG  FNA23 / FMG 
SUCC 0.019 3.336 0.006 
ICDA 0.020 1.580 0.012 
PPC 0.023 0.470 0.049 
ACKA 0.024 1.025 0.023 
TPIA 0.036 0.935 0.039 
GAPA 0.046 0.604 0.076 
GLK 0.053 2.687 0.020 
GPMA 0.064 1.846 0.035 
GLTA 0.069 5.875 0.012 
DHSA 0.071 6.940 0.010 
DLDH 0.085 1.157 0.073 
ACEE 0.085 0.566 0.150 
MDH 0.110 2.570 0.043 
PCKA 0.392 10.161 0.039 
ALK 0.615 0.369 1.667 
TKTB -0.904 1.458 -0.620 
MAEB 1.329 3.808 0.349 
ZWF 1.392 1.247 1.116 
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ACEA 4.985 8.050 0.619 
ACEB 4.985 3.112 1.602 
PPSA 10.966 2.355 4.657 
  
 Strain NA176 versus MG1655 
  JNA176 / JMG   ENA176 / EMG  FNA176 / FMG 
DHSA 0.250 0.826 0.302 
G6PI    
DLDH 0.337 2.304 0.146 
SUCC 0.157 1.248 0.126 
MDH 0.251 2.312 0.108 
ALK 1.000 0.265 3.770 
ZWF 13.333 1.574 8.469 
GLTA 0.280 3.894 0.072 
PCKA 0.139 2.425 0.057 
ACEA 8.320 3.648 2.281 
GAPA 0.393 0.572 0.688 
MAEB 8.320 1.459 5.702 
GLK 0.500 0.465 1.076 
PPC 0.539 1.259 0.428 
TKTB -7.663 0.295 -25.948 
ACKA 0.096 0.706 0.136 
ICDA 0.198 2.835 0.070 
GPMA 0.531 1.210 0.439 
TPIA 0.319 0.513 0.621 
PPSA 52.000 0.653 79.634 
ACEE 0.337 0.698 0.483 
ACEB 8.320 1.880 4.425 
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Figure 3 
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III.2.3. Discussion 
 
Intérêt des standards protéiques 
 
 Les résultats obtenus montrent que cette approche, couplant l’utilisation de 
standards protéiques à l’analyse SRM, permet d’obtenir une quantification exacte et 
précise (voir paragraphe I.2.2.3 ) des 22 protéines du métabolisme central chez E. 
coli (voir paragraphe III.2.2 ). Cependant l’utilisation de standards protéiques peut 
être contraignante à mettre en place, puisque certaines protéines sont difficiles à 
exprimer ou à purifier (Structural Genomics Consortium et al., 2008). D’autres 
protéines sont exprimées sous forme de corps d’inclusion difficiles à resolubiliser, 
comme les protéines membranaires (Singh and Panda, 2005). L’utilisation des 
standards peptidiques (Gerber et al., 2003) est une approche intéressante afin 
d’augmenter rapidement  le panel de protéines quantifiées, même si certaines études 
ont montré les limites de cette approche en termes d’exactitude et de précision de 
mesure (Brun et al., 2007). Différents facteurs sont imputables à la perte d’exactitude 
et de précision de mesure : les étapes de préfractionnement, l’efficacité de digestion, 
ou encore les différences de solubilisation entre les protéines endogènes et les 
peptides standards. Les travaux de Brownridge et al. ont d’ailleurs montré la criticité 
de l’étape de digestion pour la quantification absolue par approche « bottom-up » 
(Brownridge and Beynon, 2011). 
Notre « workflow » d’analyse ne contient pas d’étape de fractionnement et les 
conditions de digestion ont été optimisées, avec une première digestion à la LysC en 
milieu dénaturant (urée 4M), puis une seconde à la trypsine. Il nous est alors apparu 
judicieux de tester l’exactitude et la précision de mesure obtenue avec l’utilisation de 
standards peptidiques pour notre « worflow ». Pour cela, des peptides standards 
AQUATM en solution, marqués [13C6 ; 
15N2] L-lysine ou [
13C6 ; 
15N4] L-arginine, ont été 
utilisés, et ajoutés dans les échantillons des courbes de titration, juste avant l’analyse 
SRM (Figure 10 ). Ces standards peptidiques correspondent à différentes protéines, 
et présentent des propriétés physico-chimiques différentes. Quatre peptides ont été 
utilisés, un pour la protéine ACEA, un pour la protéine GLTA et deux pour la protéine 
PPC. Les séquences des peptides choisis pour la protéine PPC ont un index GRAVY 
(GRand AVerage of hYdropathicity index) défavorable (Kyte and Doolittle, 1982), et 
sont donc supposés plus hydrophobes que ceux choisis pour ACEA et GLTA 
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(Tableau 6 ). Ces peptides sont donc susceptibles de s’adsorber sur les tubes ou sur 
la colonne chromatographique, ou encore de précipiter, et d’induire des inexactitudes 
de mesure. 
Les résultats obtenus avec les peptides AQUATM sont comparés à ceux obtenus 
avec les mêmes peptides issus du standard protéique au cours de la même analyse. 
Pour les protéines GLTA et ACEA, les résultats obtenus avec les peptides AQUATM 
sont aussi reproductibles et exacts que ceux obtenus avec les peptides issus des 
standards protéiques 15N (Tableau 6 ). Les pentes des courbes de titration sont 
respectivement de 1.236 et 0.983, avec un CV médian inter-réplicats de 5.4 et 4.5 %, 
tandis que les CVs n’excèdent pas 13 % (Annexe 3 ). Pour les standards protéiques, 
les pentes obtenues avec le même peptide sont respectivement de 0.975 et 0.923 
pour GLTA et ACEA tandis que les CVs n’excèdent pas 10 % (Tableau 6 ) (Annexe 
3). 
 
 
 
 
Tableau 6: Résultats obtenus pour les courbes de ti tration de 3 protéines en 
utilisant des standards peptidiques AQUA TM et des standards protéiques 15N. 
Les courbes de titration ont été réalisées au cours de la même analyse, dans les mêmes échantillons, 
en utilisant des peptides AQUATM [13C6 ; 
15N2] L-lysine ou [
13C6 ; 
15N4] L-arginine et les mêmes 
peptides 15N issus des standards protéiques. Un peptide a été pris en compte pour la protéine ACEA, 
un peptide pour la protéine GLTA et deux pour la protéine PPC. Les régressions linéaires ont été 
appliquées, permettant de calculer les pentes (exactitude de mesure) et les coefficients de regression 
R² (linéarité de mesure). Les coefficients de variation (précision) pour chaque peptide sont calculés à 
partir de réplicats techniques. Les résultats obtenus, les séquences peptidiques ainsi que les indices 
GRAVY sont indiqués dans ce tableau. 
 
Protéine Peptide concerné Index GRAVY 
AQUATM Standard protéique 15N AQUATM Standard protéique 15N AQUATM Standard protéique 15N
GLTA YSIGQPFVYPR - 0,318 1,236 0.975 0,997 0,999 5.4 4.2
ACEA VQQPEFAAAK - 0,360 0.983 0.923 0,994 0.999 4.5 3.9
PPC AIPWIFAWTQNR - 0,017 1,707 1.003 0.999 0.999 30 1.5
PPC LPVEFVPVR 0,889 0,587 0.846 0.976 0.999 36.2 2.2
Exactitude Linéarité (R²) Précision (CV médian en %)
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Au contraire, les résultats obtenus pour la protéine PPC avec les standards 
AQUATM diffèrent de ceux obtenus avec les peptides issus des standards protéiques 
15N. Pour le peptide AIPWIFAWTQNR, la pente est de 1.707 avec une médiane des 
CVs inter-réplicats technique de 30 % en utilisant le peptide AQUATM. En utilisant le 
même peptide issu du standard protéiques 15N, les résultats sont respectivement de 
1.003 et 1.5 %. Pour le peptide LPVEFVPVR, la pente obtenue est de 0.587 avec un 
CV médian inter-réplicats de 36 % pour le peptide AQUATM, contre 0.846 et 2.2 % 
pour le standard protéique 15N. (Figure 28  ; Tableau 6  ; Annexe 3 ).  
Premièrement, la précision de mesure pour ces deux peptides est au dessus 
de 30 %. Il était donc important de vérifier que la faible précision de mesure ne soit 
pas due à une erreur de manipulation ou de pipetage. Pour cela, l’intensité des aires 
des transitions a été étudiée. Puisque la même quantité de standard AQUATM a été 
ajoutée dans chacun des 3 réplicats techniques, la même intensité de signal devait 
être obtenue. Sur les données brutes (aires des transitions), la médiane des CVs 
inter-réplicats techniques est estimée à 7 %, ce qui signifie que la même quantité de 
standard a été ajoutée et élimine donc l’hypothèse de l’erreur de manipulation 
(Annexe 3 ). La faible reproductibilité est probablement due à des variations des 
quantités des deux peptides légers. En considérant les intensités des peptides 
légers, la médiane des CVs inter réplicats techniques est de 31 % pour ces deux 
peptides (Annexe 3 ). La faible reproductibilité entre les réplicats s’explique donc par 
les biais introduits au moment des étapes de dessalage ou de digestion 
enzymatique, entre les étapes d’ajout du standard 15N et de l’AQUATM. Ces biais 
peuvent être causés par des pertes d’échantillon, par exemple une adsorption sur les 
tubes pendant la préparation. Warwood et al. ont montré les effets négatifs de 
l’adsorption des peptides (issus de solutions peptidiques fraichement préparées) sur 
la quantification. En particulier, les peptides qui présentent des indices GRAVY 
élevés (supérieurs à 0.1) sont moins favorables à l’obtention d’une bonne linéarité de 
signal pour l’ensemble des concentrations d’une gamme de titration. De plus ces 
peptides montrent une précision de mesure moins bonne que les peptides plus 
hydrophiles (Warwood et al., 2013). Les biais observés dans notre étude peuvent 
également être liés à un rendement de digestion variable selon les échantillons, 
causé par l’hydrophobicité des peptides, et aboutissant à une variabilité des 
quantités de certains peptides endogènes. Brownridge et Beynon ont décrit 
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l’importance des étapes de digestion pour les études quantitatives (Brownridge and 
Beynon, 2011). 
 
 
 
 
Figure 28 : Courbes de titration obtenues pour la p rotéine PPC en utilisant 
deux standards peptidiques AQUA TM ou un standard protéique 15N. Deux peptides 
AQUATM, de séquence AIPWIFAWTQNR et LPVEFVPVR, ont été ajoutés dans les échantillons au 
moment de l’analyse MS. Le standard protéique 15N (PPC) a été ajouté au début du processus pré-
analytique, subissant ainsi l’ensemble des étapes de digestion trypsique et de dessalage. Chaque 
courbe de titration a été réalisée en triplicats techniques, en utilisant soit les standards AQUATM 
(AIPWIFAWTQNR et LPVEFVPVR), soit les peptides de même séquence issus du standard 
protéiques 15N. Pour chaque courbe de titration, les pentes (exactitude) et coefficient de régression 
(linéarité) sont indiquées. Les barres d’erreurs indiquent les variations inter-réplicats techniques. 
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Deuxièmement, une faible exactitude de mesure a été notée avec l’utilisation 
des deux peptides standards pour la protéine PPC. Pour le peptide LPVEFVPVR, 
une sous estimation d’environ 40 % de la quantité est observée. Cela peut 
s’expliquer par une perte d’échantillon, ou une digestion incomplète léger, causé par 
les propriétés hydrophobes (Brun et al., 2007) (Brownridge et al., 2011). Au 
contraire, une surestimation de 70 % est observée avec le peptide AIPWIFAWTQNR. 
Cela peut s’expliquer par une possible adsorption du peptide standard sur les vials 
commerciaux (vials de stokage), à cause de ses caractéristiques hydrophobes 
(Warwood et al., 2013), mais aussi de sa composition en acides aminés. En effet la 
présence de 2 tryptophanes (W) rend le peptide sujet à de nombreuses oxydations, 
ce qui amène à ne le détecter que partiellement en SRM. Cela peut entraîner une 
surestimation du peptide endogène. Une mauvaise calibration des standards 
peptidiques n’est pas exclue. Cette hypothèse n’a pas été vérifiée. 
Au final, les standards peptidiques semblent générer des données exactes et 
reproductibles lorsque les peptides choisis ont des propriétés favorables (GLTA et 
ACEA). Néanmoins, même en absence d’étapes de préfractionnement, l’utilisation 
de standards peptidiques apparaît inadapté lorsque ces peptides présentent des 
caractéristiques physico-chimiques défavorables, tels qu’une hydrophobicité 
importante par exemple. Ainsi, l’utilisation de standards protéiques semble préférable 
pour les études nécessitant des données quantitatives exactes, telles que 
nécessaires pour la modélisation des flux (Yizhak et al., 2010) ou encore le calcul 
des activités enzymatiques réelles (Gerosa and Sauer, 2011). 
 
Optimisation des capacités de multiplexage 
 
L’objectif de ce travail a consisté à obtenir des données exactes et précises 
mais également multiplexes. La quantification de 22 protéines simultanément a 
abouti à l’obtention d’une méthode comportant 720 transitions. Pour atteindre un tel 
degré de multiplexage, le mode scheduled SRM a été utilisé. Un travail 
d’optimisation des conditions chromatographiques a été réalisé, afin d’optimiser la 
reproductibilité des temps de rétention, et de pouvoir diminuer les largeurs des 
fenêtres de scan.  
En effet, comme expliqué dans le paragraphe « Etat de l’art », le rétrécissement des 
fenêtres de scan permet d’augmenter le nombre de fenêtres totales sur la longueur 
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du gradient, et donc d’augmenter la capacité de multiplexage (= le nombre de 
transitions suivies) (voir paragraphe I.2.4.1.2. ). En considérant que 8 - 12 points 
sont nécessaires à la définition d’un pic chromatographique pour des études de 
quantification, le temps de cycle ne doit pas excéder 2.5 secondes (largeur de pic 30 
secondes). Cela permet de scanner jusqu’à 100 transitions sur une fenêtre de temps 
(en considérant l’équation : temps de cycle = dwell time x nombre de transitions (voir 
paragraphe I.2.4.1.2. )). Des choix techniques spécifiques à notre étude ont été 
réalisés, permettant d’améliorer les conditions chromatographiques. (1) Dans le cas 
de notre étude, les quantités des lysats bactériens n’étaient pas limitantes, et la 
production des standards a été optimisée de manière à en obtenir des quantités 
importantes (voir paragraphe III.1.2.2. ). Cela a permis de s’orienter vers une 
configuration micro-LC pour nos analyses, permettant d’obtenir des conditions 
chromatographiques plus reproductibles que celles obtenues habituellement en 
analyse nano-LC (variation inter-analyses d’environ 0.1 min) (2) L’utilisation de 
colonnes Core-Shell (billes non poreuses) a permis de réduire les effets de diffusion 
et d’améliorer la résolution chromatographique (largeur de pics à la base 30 
secondes). (3) Un travail a été réalisé afin de répartir les peptides suivis sur 
l’ensemble du gradient. Ainsi, les peptides les plus hydrophiles ont été utilisés au 
même titre que les plus hydrophobes (justifiant davantage l’utilisation des standards 
protéiques). Cela a permis d’homogénéiser le nombre de transitions présentes dans 
chaque fenêtre de scan. 
La prise en compte des 3 critères décrits ci-dessus a permis de diminuer la fenêtre 
de scan à 1 min. Ceci présente deux avantages : (1) une augmentation du nombre 
de transitions pouvant être scannées tel qu’expliqué précédemment ; (2) une 
amélioration de la spécificité de l’analyse entrainant une diminution du ratio signal / 
bruit et en théorie une meilleure sensibilité d’analyse. 
Au final, la méthode utilisée comporte 720 transitions, scannées pendant un temps 
de gradient effectif de 30 min. Les résultats obtenus montrent de faibles déviations 
standards entre les différents peptides d’une même protéine, c'est-à-dire une très 
bonne précision de mesure (Supplemental Data 8 ). Cela nous a amené à conclure 
qu’un seul peptide pouvait éventuellement être utilisé pour la quantification absolue 
lorsque des standards protéiques sont utilisés. Nos conditions d’analyse 
(chromatographie + scSRM) pourraient donc permettre de quantifier 150 protéines 
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simultanément, en utilisant 1 peptide par protéine et 3 transitions par peptide. Au 
final, 20 % des enzymes d’E. coli seraient quantifiées un gradient de 30 min, selon 
Keseler et al. qui ont estimé le nombre total d’enzymes à 750 (Keseler et al., 2005). 
 
Utilisation des données quantitatives 
 
Les résultats de protéomique quantitative absolue sont d’un grand intérêt pour 
le développement de modèles de prédictions des flux, afin d’y inclure les paramètres 
cinétiques, comme expliqué dans la partie « Etat de l’art » (voir paragraphe I.1.6 ). 
La mise en place de tels modèles nécessite des compétences particulières et des 
développements chronophages, qu’il n’était pas possible de réaliser dans le temps 
imparti pour ces travaux de thèse. Cependant, la modélisation n’est pas la seule 
finalité. Ainsi, dans les stratégies d’ingénierie métabolique, les données de flux sont 
parfois disponibles grâce aux approches de marquage 13C et analyse RMN (voir 
paragraphe I.1.5.1 ). Dans ce cas précis, les données de concentration absolue 
enzymatiques [E], couplées aux données de flux (V) permettent de déterminer 
l’activité endogène réelle de l’enzyme (F) suivant l’équation : 
 
 
 V = [E] * F   avec  
 
 
V = vitesse de réaction (flux) 
[E] = concentration de l’enzyme 
Kcat = constante catalytique de l’enzyme 
[S] = concentration de substrat 
Km = constante d’affinité de l’enzyme pour son substrat 
 
 
Lorsqu’une variation de flux est observée dans une souche bactérienne modifiée, 
cette variation peut être imputée soit à la concentration enzymatique soit à l’activité 
enzymatique. La connaissance de ces informations permet d’orienter les choix 
d’ingénierie métabolique : soit réaliser une surexpression de la protéine, soit travailler 
à l’optimisation de l’activité catalytique.  
[S]
Km + [S]
Kcat .F =
 
- 158 - 
 
Dans le cas ou l’activité enzymatique doit être optimisée, il est nécessaire de 
connaître la concentration en substrat, afin de déterminer l’origine de la faible activité 
enzymatique (activité intrinsèque ou limitation de substrat). Si les données de 
concentration en substrat sont disponibles, l’activité réelle (F) permet de calculer la 
constante Kcat / Km endogène. D’une part ce paramètre n’est pas toujours 
disponible dans les bases de données, d’autre part les valeurs disponibles sont 
souvent issues de protéines purifiées, pouvant avoir des constantes différentes des 
constantes physiologiques. Ces données sont primordiales dans la mise au point de 
modèles. 
 
Les points à améliorer 
 
La stratégie d’analyse développée durant ces travaux de thèse, qui repose sur 
l’utilisation de standards protéiques et l’analyse SRM, est très intéressante pour les 
études de protéomique quantitative, puisqu’elle permet de générer des données de 
quantification exactes, précises, et multiplexes. Néanmoins, cette stratégie présente 
certaines limites.  
(1) La sélectivité de l’analyse SRM est conférée par ses deux niveaux de filtres, un 
premier au niveau peptidique, un second au niveau des ions fragments. La résolution 
du quadripôle étant de l’ordre du dalton, certaines interférences peuvent cependant 
être inclues dans la fenêtre de sélection des deux quadripôles, et venir biaiser la 
quantification, principalement dans des matrices complexes (Sherman et al., 2009a). 
Des logiciels, permettant la sélection des transitions dépourvues d’interférences ont  
été développés tel que Sigpep (Helsens et al., 2012) ou SRMCollider (Röst et al., 
2012). Néanmoins, cette étape reste fastidieuse, particulièrement dans les matrices 
complexes. Pour notre étude, les validations ont été effectuées manuellement. 
(2) Le traitement des résultats et l’analyse statistique. Dans le cas de notre étude, le 
traitement a été effectué manuellement afin de vérifier la validité, et d’intégrer 
correctement l’aire de chaque transition. Au début du projet, le logiciel MultiQuantTM 
a été utilisé, impliquant un traitement fastidieux des données. Le développement du 
logiciel Skyline a permis d’automatiser la construction des méthodes SRM, et en 
partie l’analyse des données (MacLean et al., 2010). En effet, ce logiciel génère de 
manière semi automatique les ratios des transitions lourdes et légères, ainsi qu’un 
certain nombre d’autres paramètres (CVs, déviation standards). L’automatisation du 
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traitement statistique des données SRM est un point critique dont la communauté 
scientifique a pris conscience, et des outils émergent actuellement. Récemment 
Surinova et al. ont publié un protocole qui automatise le traitement des données pour 
les analyses SRM à large échelle (Surinova et al., 2013). Ce protocole comprend 
l’utilisation de mProphet pour valider automatiquement des transitions utilisées dans 
différents réplicats, et de SRMstats pour la validation statistique de la différence 
d’abondance des protéines. Enfin, ce protocole utilise PASSEL, un répertoire de 
données, destiné à y déposer les données SRM (liste de transitions, données brutes, 
traitement mProphet) pour les mettre à disposition de la communauté scientifique. 
Ce protocole nécessite néanmoins l’utilisation de différents logiciels successivement, 
et l’automatisation n’est donc pas encore complète. 
(3) Bien que nos travaux montrent la capacité à multiplexer les analyses jusqu’à 
quantifier potentiellement 150 protéines au cours d’une même analyse de 30 min, les 
analyses de quantification absolue à plus large échelle restent à explorer (plusieurs 
centaines de protéines).  
 
  Les nouvelles générations d’instruments hybrides à haute résolution 
(quadripôle-Orbitrap et quadripôle-TOF) ont donné de nouvelles perspectives pour 
les analyses protéomiques quantitatives ciblées, permettant potentiellement de 
répondre à certaines des limites décrites ci-dessus. Particulièrement, le 
développement de la PRM sur l’instrument Q-ExactiveTM, qui combine la spécificité 
conférée par un analyseur quadripolaire à la haute résolution de l’analyseur Orbitrap 
(Gallien et al., 2012a), est une approche intéressante. La dernière partie de ce sujet 
de thèse a consisté à explorer les capacités du nouvel instrument Q-ExactiveTM 
(Thermo) dans le cadre de la quantification d’enzymes d’E. coli. 
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III.3. Récentes innovations technologiques et appro che alternative 
par analyse PRM 
 
 Les analyses ciblées effectuées par analyse SRM (Phase II du projet) (Figure 
17) ont permis d’obtenir des mesures exactes et précises. Néanmoins, ce mode 
d’analyse présente certaines limites telles que l’automatisation et le multiplexage. 
L’objectif de notre étude étant d’aller vers un processus analytique de plus en plus 
rapide, automatisé et multiplexé, les nouveaux développements techniques décrits 
par Gallien et al. semblent une alternative intéressante à explorer (Gallien et al., 
2012a). En effet, lors d’analyses ciblées sur un instrument quadripôle-Orbitrap en 
mode PRM, seule la liste des peptides précurseurs doit être prédéfinie, les ions 
fragments sont sélectionnés post-analyse (voir paragraphe I.2.4.2 ). Cela confère un 
degré de liberté plus important dans le choix des transitions, et un gain de temps 
pour les étapes de construction des méthodes. La haute résolution permet quant à 
elle d’éliminer certaines interférences, et donc de moins intervenir manuellement. 
Enfin, Gallien et al. ont montré la capacité à analyser 770 peptides au cours d’une 
seule analyse de 60 min, ce qui laisse supposer un potentiel de multiplexage plus 
important qu’en SRM.  
 
III.3.1. Introduction 
 
La dernière phase des travaux de thèse (Phase III) (Figure 17 ) a permis 
l’exploration des performances analytiques obtenues avec la nouvelle génération 
d’instrument quadripôle-Orbitrap, et de les comparer avec les résultats obtenus 
précédemment en SRM, en termes d’exactitude et de précision de mesure. L’objectif 
à long terme est d’augmenter la capacité de multiplexage, afin de pouvoir doser le 
plus de protéines possible. 
Trois objectifs se sont dégagés. (1) Evaluer le gain de temps avec cette 
approche, comparée à la SRM, particulièrement pour la construction des méthodes. 
(2) Etablir une comparaison de l’exactitude et de la précision de mesure, au travers 
de la réalisation de courbes de titration. (3) Effectuer une comparaison des données 
quantitatives obtenues sur la souche MG1655.  
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Nous n’avons pas pu comparer avec rigueur la sensibilité des deux approches, ceci 
pour deux raisons. D’une part les analyses SRM ont été effectuées en mode micro-
LC, les analyses PRM ont quant à elles été effectuées en mode nano-LC. D’autre 
part, les analyses SRM ont été effectuées sur les anciennes générations 
d’instruments (QTRAP4000), tandis que des nouveaux instruments offrent un gain de 
sensibilité d’un facteur 50 à 100 (QTRAP4000 versus QTRAP6500).  
Afin de tester les performances du Q-Exactive en mode PRM, les mêmes 
échantillons que ceux utilisés pour l’analyse SRM ont été injectés sur un instrument 
Q-Exactive couplé à une nano-UPLC. Cet instrument n’a été disponible qu’à partir du 
début de l’année 2013, de nombreuses investigations restent encore à effectuer. 
 
III.3.2. Résultats 
 
 Pour l’analyse en mode PRM une liste de peptides ciblés est établie (liste 
d’inclusion). Cette liste indique les m/z des peptides à sélectionner et leurs temps de 
rétention. Ces peptides sont alors isolés dans le quadripôle, accumulés dans la C-
trap durant une fenêtre de temps correspondant au temps de rétention + / - une 
plage de temps. Les peptides sont ensuite fragmentés dans la cellule HCD, puis les 
ions fragments analysés dans l’Orbitrap (voir paragraphe I.2.4.2 ). Plusieurs 
paramètres sont donc importants dans la construction d’une liste d’inclusion : (1) la 
définition des peptides à suivre ; (2) la reproductibilité des temps de rétention pour 
définir la fenêtre de scan d’un peptide ; (3) les paramètres instrumentaux qui doivent 
être fixés en fonction du nombre de peptide à suivre. Ces trois paramètres ont été 
explorés, préalablement aux étapes de tests de performances (courbes de titration) 
et de quantification. 
 
III.3.2.1. Définition de la liste des peptides suiv is 
 
La première étape consiste à bâtir la liste des peptides suivis. Une première 
solution aurait été d’utiliser la même liste que ceux suivis lors de l’analyse SRM. 
Cette solution n’a pas été retenue, car les deux instruments sont dans des 
configurations différentes. En effet, les analyses SRM ont été effectuées avec une 
chaine HPLC (High Performance Liquid Chromatography) configurée en mode micro 
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couplée à une source d’ionisation turbo-electrospray. Les analyses PRM ont quant à 
elles été effectuées sur une chaine UPLC (Ultra high Pressure Liquid 
Chromatography) configurée en mode nano-LC couplée à une source d’ionisation 
nano-electrospray. De plus, les analyseurs sont différents. Une liste d’inclusion a 
donc été recréée (voir paragraphe V.5.3. ). Pour cela, un mélange des 22 protéines 
légères digérées à la trypsine a été injecté sur l’instrument Q-Exactive pour analyse 
MS/MS. L’identification réalisée par le logiciel Mascot a permis de créer une 
bibliothèque de spectres, utilisable par le logiciel Skyline (MacLean et al., 2010). Ce 
logiciel a permis, comme en SRM, d’automatiser la création de la liste d’inclusion, et 
a été configuré de manière à conserver les 5 peptides de plus haut rang (pics les 
plus intenses) pour une  protéine donnée, et leurs 3 ions fragments les plus intenses. 
Une analyse en mode PRM dans un lysat d’E. coli MG1655 a ensuite été effectuée. 
Les peptides non détectés ont été éliminés. Au final, une liste comprenant 77 
peptides et 462 transitions a été retenue (Annexe 4 ). Comparée à l’analyse SRM, le 
nombre de peptides retenus en PRM pour la liste finale est semblable 
(respectivement 100 versus 77). Néanmoins, cette liste est réellement différente 
entre les deux modes d’analyse SRM et PRM, puisque seulement 34 peptides sont 
communs (Figure 29 ).  
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
Figure 29 : Diagramme de Venn représentant les pept ides suivis en SRM et 
PRM. Une liste de 77 peptides a été retenue pour l’analyse PRM sur l’instrument Q-Exactive, tandis 
qu’une liste de 100 peptides a été retenue pour l’analyse SRM sur l’instrument Qtrap4000. 34 
peptides sont partagés entre ces deux listes. 
PRM
77
SRM
100
PRM & SRM 
34
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III.3.2.2. Reproductibilité des temps de rétention : définition des fenêtres 
de scan 
 
Afin de fixer une fenêtre de temps sur laquelle les peptides vont être suivis en 
scheduled PRM, la reproductibilité des temps de rétention a été étudiée sur le 
système UPLC (UPLC Ultimate 3000 DionexTM). La colonne et les conditions 
chromatographiques utilisées (voir paragraphe V.5.3. ) permettent d’obtenir des pics 
avec une largeur à la base de 1 minute environ. Les variations des temps de 
rétention observées sur les réplicats (48 h environ) peuvent aller jusqu’à 1 minute. 
En conséquence, puisque les pics ont une largeur à la base de 1 minute en 
moyenne, des fenêtres d’amplitude de 2 minutes doivent être utilisées (Figure 30 ). 
Afin de garder une marge de sécurité de 30 secondes de chaque coté, les fenêtres 
de scan ont été fixées à 3 minutes (contre 1 min en scSRM). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 30 : Reproductibilité des temps de rétention  obtenus illustrée sur un 
peptide . Le peptide VIDGQINLR a été suivi sur environ 48 heures afin d’évaluer la reproductibilité 
des temps de rétention. Les résultats obtenus montrent une variation d’environ 1 minute. 
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III.3.2.3. Détermination des paramètres de la métho de 
 
L’objectif de cette partie du travail a consisté à fixer les paramètres de 
l’instrument afin de trouver un compromis entre la définition correcte des 
chromatogrammes extraits (qui assure l’exactitude et la précision de mesure) et la 
sensibilité. En effet, afin d’obtenir une définition correcte du chromatogramme, le 
temps de cycle (temps entre deux scans successifs d’un même ion) ne doit pas être 
trop important. En pratique, la durée du temps de cycle est ajustée pour permettre 
d’acquérir un nombre minimum de points (8-12) nécessaires à une définition correcte 
du chromatogramme d’un peptide d’intérêt. D’un autre coté la durée du temps de 
cycle doit être suffisante pour accumuler un nombre suffisant d’ions afin atteindre 
une bonne sensibilité. Comme décrit dans la partie « Etat de l’art » (voir paragraphe 
I.2.4.2.), l’analyse PRM sur l’instrument Q-Exactive peut fonctionner selon deux 
modes : (1) le mode séquentiel (ou mode multiplexe 1), au cours duquel 1 peptide 
est isolé puis analysé (soit en MS, soit en MS/MS) ; (2) le mode multiplexe, au cours 
duquel plusieurs peptides sont isolés (jusqu’à 10), puis analysés simultanément dans 
l’Orbitrap (soit en MS, soit en MS/MS). Comme expliqué par Gallien et al., avec 
l’utilisation du mode séquentiel le temps de cycle peut être calculé de la façon 
suivante (Gallien et al., 2012a) : 
  
temps de cycle = nombre de peptide  x durée transitoire (transient length) 
 
Ainsi la durée du temps de cycle est directement dépendante du nombre de peptides 
suivis et de la durée transitoire. La durée transitoire correspond au temps nécessaire 
à l’analyse d’un peptide. La diminution de la résolution de l’analyse permet de 
diminuer cette durée transitoire et donc d’augmenter le nombre de peptides suivis. 
Selon les travaux de Gallien et al., en en mode séquentiel, une résolution de 17500 
(à m/z 200) permet d’abaisser la durée transitoire à 64 ms, ce qui permet de scanner 
31 peptides par temps de cycle, avec un temps de cycle de 2 secondes (Gallien et 
al., 2012a). Pour maximiser la sensibilité de l’analyse de notre étude, le mode 
séquentiel a été choisi, avec les paramètres présentés ci-dessus. Notre liste 
d’inclusion comporte 154 peptides à suivre (77 peptides légers et 77 peptides 
lourds).  
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Concernant la définition des pics chromatographiques, les résultats obtenus diffèrent 
pourtant de ceux escomptés. En effet, si on considère que nos pics 
chromatographiques ont une largeur à la base d’environ 1 minute en moyenne, un 
temps de cycle de 2 secondes devrait permettre d’acquérir 30 point par pic. Cela est 
le cas pour le peptide ELPLTESLALTIDR au temps d’élution 27.5 min (Figure 31A ). 
En effet, la fenêtre de scan étant de 3 min, cette fenêtre regroupe les peptides dont 
le début de scan est compris entre 26 min et 29 min. Dans cette fenêtre 10 peptides 
sont scannés (Annexe 5 ), ce qui permet d’obtenir un temps de cycle de moins de 2 
secondes. Le nombre de points par pic chromatographique est donc supérieur à 30. 
Pour le peptide VIDGQINLR, au temps d’élution 14.7 min, le nombre de points 
obtenus pour définir le pic chromatographique est d’environ 9 sur une minute, soit un 
temps de cycle d’environ 6.7 secondes. Pourtant, d’après la liste des peptides 
scannés, entre 13.2 min et 16.2 min, 36 peptides sont suivis (Annexe 5 ). Le temps 
de cycle devrait alors être théoriquement de 36 x 64 ms = 2.2 secondes. Or le temps 
de cycle obtenu est bien supérieur à celui escompté théoriquement. (Figure 31B ). 
Après discussion avec le service technique de ThermoFisherTM, il semblerait 
que lorsqu’un temps de cycle dépasse 2 secondes, l’instrument effectue un pré-scan 
d’environ 50 ms avant le scan de chaque peptide. Cet élément est critique, puisqu’il 
signifie qu’avec des fenêtres de 3 min, il n’est pas possible de scanner plus de 31 
peptides sur une fenêtre de 3 min. Deux solutions peuvent être apportées à ce type 
de problématique. La première est de passer en mode multiplexe, la seconde de 
réduire les fenêtres de temps.  
Pour nos analyses, le choix s’est porté vers une analyses en mode séquentiel, afin 
d’optimiser la sensibilité. En contrepartie, le nombre de points par pic est compris 
entre 9 et 12 pour la plupart des peptides. Seuls les peptides situés en fin de 
gradient (aux alentours de 30 min), moins nombreux, ont un temps de cycle au 
dessous de 2 secondes. Ces peptides ont alors un chromatogramme défini par 
environ 30 points (Figure 31B ). Il aurait été plus judicieux de choisir le mode 
multiplexage 2 (2 peptides accumulés puis analysés simultanément). En effet, pour 
l’ensemble des fenêtres de scan, le nombre de peptides aurait été inférieur à 31 et 
donc les pics chromatographiques auraient été mieux définis. Une diminution des 
fenêtres de temps aurait pu permettre de réduire notre temps de cycle. Cette option 
n’a pas été choisie pour ne pas risquer de tronquer nos chromatogrammes. Les 
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paramètres utilisés auraient sans doute pu être optimisés, en testant différentes 
colonnes, différents gradients, et en homogénéisant la répartition des peptides le 
long du gradient (comme cela a été le cas pour les analyses en scSRM). Néanmoins, 
le temps imparti entre l’arrivée de l’instrument dans le laboratoire et la fin de ce projet 
de thèse n’a pas permis d’explorer l’ensemble des solutions. Ces développements 
feront l’objet d’autres études d’optimisation dans le laboratoire. 
Cependant, ces conditions d’analyse ont permis d’obtenir des résultats très 
intéressants sur l’exactitude de mesure obtenue avec un instrument quadripôle-
Orbitrap. Ces résultats sont présentés dans les paragraphes suivants. 
 
Figure 31 : Extraction des chromatogrammes de deux peptides après 
acquisition sur un instrument quadripôle-Orbitrap Q -Exactive.  (A) Chromatogramme 
du peptide ELPLTESLALTIDR, issu de la digestion trypsique de la protéine GPMA. Sur ce profil 
chromatographique, 31 points ont été acquis sur 1 min, ce qui correspond à un temps de cycle de 2 
secondes. (B) Chromatogramme du peptide VIDGQINLR issu de la digestion trypsique de la protéine 
ACEB. Sur ce profil chromatographique 9 points ont été acquis sur 1 min, ce qui correspond à un 
temps de cycle de 6.7 secondes. 
In
te
n
si
ty
( 1
0^
6)
14.4 14.6 14.8 15.0 15.2 15.4 15.6
Retention Time
0.0
0.5
1.0
1.5
2.0
2.5
VIDGQINLR - 514.2984++
VIDGQINLR - 521.2776++ (heavy)
14.8
14.8
26.5 27.0 27.5 28.0 28.5
Retention Time
0
1
2
3
4
5
6
ELPLTESLALTIDR - 785.9380++
ELPLTESLALTIDR - 794.4128++ (heavy)
27.5
27.5
A B
In
te
n
si
ty
( 1
0^
6)
In
te
n
si
ty
( 1
0^
6)
 
- 167 - 
 
III.3.2.4. Courbes de titration 
 
Une courbe de titration a été effectuée pour chacune des 22 protéines. Les 
échantillons utilisés sont les mêmes que ceux ayant servi à réaliser l’analyse SRM 
(voir III.2.2 ). Brièvement, ce type d’expérience permet d’évaluer les performances 
analytiques de la méthode en déterminant 3 paramètres clés : (1) l’exactitude de 
mesure, évaluée par la pente de la droite (2) la linéarité de réponse, évaluée par le 
coefficient de régression linéaire R², (3) la précision de mesure, indiquée par les 
coefficients de variation inter-replicats techniques. Une mesure est considérée 
exacte si la pente de la droite se rapproche de 1.  
L’objectif était d’évaluer l’exactitude et la linéarité de mesure conférées par l’analyse 
en mode PRM. Pour chaque peptide, le ratio des aires des chromatogrammes de la 
version lourde / légère a été calculé de manière semi-automatique avec le logiciel 
Skyline. Les aires des chromatogrammes des peptides correspondent à la somme 
des aires des ions fragments considérés, dans cette étude 3 pour chaque peptide. 
Les ratios des peptides sont moyennés pour obtenir un ratio protéine lourde / 
protéine légère. La figure 32  représente le profil des chromatogrammes du peptide 
ITFIDGDEGILLHR sous la forme lourde et légère (protéine GTLA), obtenus sur les 5 
points de la gamme. Les histogrammes correspondent à l’intégration des aires de 
ces chromatogrammes. Cette figure permet de visualiser l’augmentation des 
quantités de la protéine légère dans la gamme de titration, tandis que le standard 
marqué reste à des quantités constantes (Figure 32 A-C ). La courbe de titration 
obtenue pour la protéine GLTA, en utilisant 4 peptides pour la quantification, est 
également indiquée (Figure 32 D ). 
 
Les résultats obtenus pour les 22 protéines confirment que l’analyse PRM, 
comme l’analyse SRM permet d’obtenir des mesures exactes et linéaires sur la 
gamme testée (Tableau 7  ; Annexe 6 ). En effet, pour les 22 protéines, les pentes 
sont comprises entre 0.86 et 1.10, tandis que les coefficients de regression linéaire 
sont tous supérieurs à 0.99.  
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Figure 32 : Courbe de titration de la protéine GLTA . (A) Chromatogrammes des 
versions lourdes et légères du peptide ITFIDGDEGILLHR (protéine GLTA) sur 5 points de gamme P0, 
P1, P2, P3, P4 contenant respectivement 50 fmol, 0.2 pmol, 0.4 pmol, 0.8 pmol et 1.6 pmol de 
protéine légère. La quantité de protéine standard 15N est constante dans les 5 échantillons : 0.3 pmol. 
(B) Histogramme des aires des versions lourdes et légères du peptide ITFIDGDEGILLHR. L’aire de la 
version légère du peptide est croissante, tandis que celle du standard est constante. (C) Histogramme 
des aires de la version légère du peptide ITFIDGDEGILLHR, normalisées par rapport à l’aire du 
peptide standard, obtenu avec le logiciel Skyline®. (D) Courbe de titration obtenue pour la protéine 
GLTA en mode PRM. Cette courbe est obtenue en considérant 4 peptides dont ITFIDGDEGILLHR. 
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Lors d’une analyse en mode « scheduled », le bruit de fond est faible. En 
conséquence, la limite basse de quantification (LLOQ) est difficile à estimer par la 
méthode classiquement utilisée, qui consiste à considérer comme LLOQ le point de 
la gamme le plus bas pour lequel le ratio signal / bruit est supérieur à 10. La limite 
basse de quantification (LLOQ) peut alors être déterminée différemment, comme la 
plus petite concentration mesurable avec un CV inter-réplicats techniques inférieur à 
20 %, et une exactitude de mesure comprise entre 80 et 120 % dans la gamme de 
linéarité (Kuzyk et al., 2009). Ce choix a été fait pour les analyses SRM du fait des 
fenêtres de scan étroites (1 min) (voir paragraphe III.2.2 ). Les courbes de titration 
pour l’analyse PRM n’ont pas été réalisées en triplicats techniques. La LLOQ a donc 
été définie par la méthode qui utilise le ratio signal / bruit. Dans nos gammes de 
titration, aucun des points bas (P0) n’a montré un rapport signal / bruit inférieur à 10. 
Les LLOQs indiquées correspondent donc au point le plus bas des gammes de 
titration pour chacune de nos protéines (Tableau 7  ; Annexe 6 ). Ces gammes ont 
été réalisées avec des concentrations relativement importantes. Les points les plus 
bas sont à des quantités comprises entre 1 et 200 femtomole (dans 1 µg de lysat E. 
coli), il n’est donc pas surprenant de ne pas atteindre les LLOQs des peptides.  Par 
exemple Gallien et al. ont déjà montré une LLOQ de 20 atomomole pour des 
peptides recherchés dans des échantillons d’urine. 
 
Les résultats obtenus pour les courbes de titration ont permis de valider les 
performances analytiques ; la quantification des 22 protéines dans la souche E. coli 
MG1655 a donc pu être réalisée. 
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Proteine Exactitude Linearité Nombre de peptide
ng fmol
DLDH 0.990 0.9913 3 4.041 79.7
SUCC 0.863 0.9979 5 1.954 47.2
MDH 0.984 0.9981 4 3.116 96.4
ZWF 1.034 0.9964 3 0.530 9.5
GLTA 1.020 0.9977 4 2.694 56.1
PCKA 0.917 0.9975 4 0.349 5.9
ACEA 1.044 0.9996 4 8.177 172.1
MAEB 0.873 0.9981 3 0.649 7.9
GPMA 0.932 0.9912 3 2.024 70.9
ACEB 0.949 0.9965 4 2.979 49.4
G6PI 1.034 0.9981 3 0.429 7.0
GAPA 1.024 0.9998 4 4.392 123.6
PPC 1.040 0.9999 3 1.281 12.9
ACKA 0.875 0.9995 4 0.288 6.7
ICDA 1.039 0.9994 4 10.194 222.8
TPIA * 1.098 0.9991 1 0.702 26.0
ACEE 0.950 0.9998 5 1.864 18.7
DHSA * 1.024 0.9978 1 0.976 15.2
ALK 0.885 0.9998 3 0.172 7.7
GLK 0.984 0.9967 4 0.037 1.1
TKTB 0.953 0.9986 5 0.294 4.0
PPSA 0.928 0.9993 2 0.425 4.9
LLOQ 
 
 
Tableau 7 : Résultats de courbes de titration effec tuées pour 22 protéines du 
métabolisme central chez Escherichia coli par une s tratégie  couplant la 
dilution isotopique à l’analyse PRM . L’exactitude de mesure correspond à la pente de la 
droite obtenue, et la linéarité au coefficient de régression linéaire R². Le nombre de peptides utilisés 
pour chaque protéine est indiqué. Les protéines annotées avec (*) ont été quantifiées avec 1 peptide 
seulement, car aucun autre peptide n’était disponible.  Pour chaque peptide 3 ions fragments ont été 
utilisés pour la quantification. 
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III.3.2.5. Quantification absolue de 22 protéines d u métabolisme central 
 
La quantification absolue des 22 protéines du métabolisme central a été 
effectuée. Pour cela les mêmes échantillons que ceux utilisés pour la quantification 
SRM ont été injectés sur l’instrument Q-Exactive. Les analyses ont été réalisées en 
triplicats techniques et biologiques. Les résultats obtenus sont présentés dans le 
Tableau 8 . (Annexe 7 ). 
 
L’analyse par PRM des échantillons a permis d’obtenir une quantification de 21 
protéines, pour des valeurs comprises entre 200 copies / cellule et 21 000 copies / 
cellule. La protéine DHSA n’a pas pu être quantifiée car seulement 1 peptide et 1 
transition de ce peptide étaient disponibles, ne permettant pas d’avoir des données 
suffisamment fiables. Les coefficients de variations inter-réplicats biologiques sont 
tous inférieurs à 20 %. Le CV le plus élevé est celui de la protéine ACKA (15.4 %). 
Cette valeur est en accord avec la valeur de CV obtenue en SRM qui était également 
élevée en comparaison aux CVs des autres protéines (Tableau 8 ). Les CVs 
correspondant aux réplicats techniques sont tous inférieurs à 20 %, avec une valeur 
médiane de 8.3 % (Annexe 7 ). 
Les résultats obtenus exprimés en nombre de copies / cellule ont été comparés à 
ceux obtenus en analyse SRM (Tableau 8 ). Pour les 21 protéines quantifiées, les 
valeurs sont semblables. Le calcul du pourcentage de variation a été effectué entre 
les deux valeurs pour chaque protéine. Les résultats montrent que les variations ne 
dépassent pas 23 % tandis qua la valeur médiane de variation est de 5.2 %.    
La gamme dynamique des 21 protéines est de 2 ordres de magnitude (comprise 
entre 200 et 20000 copie / cellule). Les résultats obtenus sur ces 2 ordres de 
magnitude en SRM ont été reportés contre les résultats obtenus en PRM afin de 
contrôler la concordance des deux modes d’analyse sur l’ensemble de la gamme 
dynamique (Figure 33 ). Les résultats obtenus montrent une pente de 0.989 avec un 
coefficient de régression R² égal à 0.992, confirmant une parfaite corrélation des 
deux approches sur l’ensemble de la gamme dynamique de cette étude. 
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Quantité endogène estimée CV Nombre de peptides Quantité endogène estimée CV Nombre de peptides ∆ PRM vs SRM
(Nombre de copies / cellule) (%) (Nombre de copies / cellule) (%) (%)
DHSA 2,002 7.1 6 NA NA NA NA
G6PI 2,431 2.1 4 2,723 12.1 3 12.0
DLDH 5,512 3.1 7 5,644 1.7 3 2.4
SUCC 3,686 5.9 4 3,705 5.7 5 0.5
MDH 7,137 3.8 5 7,077 6.2 4 0.8
ALK 2,049 3.0 1 1,766 5.8 3 13.8
ZWF 778 2.9 7 721 4.2 3 7.4
GLTA 4,325 4.3 4 4,099 5.0 4 5.2
PCKA 525 3.3 6 431 8.3 4 18.1
ACEA 12,251 5.7 5 12,158 5.0 4 0.8
GAPA 21,119 4.7 5 21,178 5.1 4 0.3
MAEB 708 4.8 3 569 3.7 3 19.5
GLK 289 1.8 4 235 5.4 4 18.5
PPC 2,668 3.6 3 2,873 5.9 3 7.7
TKTB 1,019 4.3 4 974 6.8 5 4.4
ACKA 686 14.0 3 527 15.3 4 23.2
ICDA 12,145 3.4 3 11,214 2.5 4 7.7
GPMA 4,945 1.6 6 5,078 2.2 3 2.7
TPIA 3,665 2.3 4 3,082 13.5 1 15.9
PPSA 491 1.8 6 481 2.2 2 2.1
ACEE 3,028 1.0 5 2,874 2.6 5 5.1
ACEB 3,846 2.7 5 3,731 3.1 5 3.0
Médiane 5.2
Résultats obtenus par analyse PRMRésultats obtenus par analyse SRM
 
Tableau 8 : Tableau comparatif des résultats obtenu s par analyse SRM et analyse PRM. Les analyses SRM sont effectuées sur un 
instrument QTRAP4000 (ABSciex), les analyses PRM sur un instrument Q-Exactive (Thermo). Les résultats obtenus sont exprimés en nombre de copies / 
cellule, en divisant le nombre de protéines quantifiées par le nombre de cellules estimées par mesure de DO. Ce nombre de cellules prend en compte le 
volume cellulaire en fonction du taux de croissance de la souche (Supplemental data 3 ). Les CVs indiqués dans ce tableau correspondent aux variations 
inter-réplicats biologiques. Le pourcentage de variation entre les deux modes d’analyse a été calculé et ramené en pourcentage de la manière suivante (∆ 
PRM vs SRM) = valeur absolue (quantité estimée PRM – quantité estimée SRM) / (quantité estimée SRM ) * 100.
 
- 173 - 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
Figure 33 : Corrélation des résultats obtenus par a nalyse SRM et PRM . Les 
résultats de quantification absolue, exprimés en nombre de copies / cellule, obtenus par analyse SRM 
ont été reportés contre ceux obtenus par analyse PRM. Le graphique obtenu montre une bonne 
corrélation entre les deux modes d’analyse (pente 0.9886) sur une gamme dynamique de 102. 
 
III.3.3. Discussion 
 
 La protéomique ciblée permet une quantification exacte et précise des 
protéines d’intérêt dans des matrices complexes (Domon and Aebersold, 2010). 
Particulièrement, la SRM s’est imposée, grâce à la sélectivité d’analyse qu’elle 
confère, comme la référence dans les études ciblées de quantification absolue ou 
relative, qu’il s’agisse du domaine de la protéomique clinique (Addona et al., 2010) 
(Huillet et al., 2012), ou de la biologie des systèmes (Costenoble et al., 2011). 
Néanmoins, l’analyse SRM présente certaines limites décrites précédemment (voir 
paragraphe III.2.3. ). 
Les nouvelles générations d’instruments hybrides à haute résolution (quadripôle-
orbitrap et quadripôle-TOF) ont récemment donné de nouvelles perspectives pour les 
analyses protéomiques quantitatives ciblées. Le développement de la PRM sur 
l’instrument Q-Exactive a permis de combiner la spécificité conférée par l’analyseur 
quadripolaire, à la haute résolution de l’analyseur Orbitrap (Gallien et al., 2012a) 
(voir paragraphe I.2.4.2. ). Ce type d’approche présente au moins 3 avantages en 
comparaison à une analyse SRM classique. D’une part, l’ensemble des transitions 
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d’un même peptide sont acquises, permettant un traitement post-analyse des 
transitions les plus favorables. Ceci confère un degré de liberté plus important dans 
le choix des transitions, et un gain de temps dans la construction des méthodes. 
D’autre part, une amélioration de la sélectivité a été démontré (Gallien et al., 2013) 
permettant d’abaisser la limite basse de quantification (LLOQ) dans les matrices 
complexes (présentant de nombreux peptides interférents). Enfin, les capacités de 
multiplexage sont potentiellement plus importantes qu’en SRM. En contrepartie, la 
gamme dynamique de ce mode ciblé est moins importante que celle conférée par 
des instruments de type triple quadripôle. La gamme dynamique du Q-Exactive est 
de 5.103 (http://www.thermoscientific.com/), contre 5.105 pour l’instrument de 
dernière génération QTRAP 6500 (http://www.absciex.com/). 
 
En tenant compte de ces considérations, il est apparu judicieux de tester la 
PRM comme une alternative à la SRM dans notre procédé d’analyse. L’objectif 
n’était pas d’améliorer la limite de quantification. En effet, intrinsèquement, la SRM 
présente de meilleures performances analytiques en termes de sensibilité, sauf dans 
le cas de matrice, où la sélectivité conférée par la haute résolution de la PRM peut 
permettre d’obtenir des LLOQs plus faibles qu’en SRM (Gallien et al., 2013). Dans le 
cas de notre étude, E. coli est une matrice peu complexe, constituée d’environ 4000 
protéines (Blattner et al., 1997), avec peu de modifications post-traductionnelles, et 
une gamme dynamique de 4 ordres de grandeur (Ishihama et al., 2008). 
L’amélioration de la sensibilité de mesure est donc peu probable.  
En revanche 3 autres objectifs ont été fixés, avec pour finalité l’augmentation du 
degré de multiplexage des analyses à long terme. (1) Evaluer l’intérêt de la PRM 
comparé à la SRM au niveau du temps d’analyse pour notre étude, puisque 
l’ensemble des transitions d’un même peptide peuvent être détectées simultanément 
pour une seule sélection du précurseur. (2) Comparer l’exactitude et la précision de 
mesure par rapport à la SRM en réalisant les courbes de titration. (3) Effectuer une 
comparaison des données quantitatives obtenues sur une souche référence 
MG1655. 
 
Les premiers résultats obtenus montrent qu’en comparaison à l’analyse SRM, 
la construction des méthodes est simplifiée. La construction de la liste d’inclusion est 
 
- 175 - 
 
automatisée avec Skyline, et surtout aucun choix des transitions n’est réalisé avant 
l’analyse. Concernant les performances analytiques, les résultats obtenus sur les 
courbes de titration, ainsi que la quantification des protéines endogènes dans les 
lysats de la souche E. coli MG1655, montrent que la stratégie de dilution isotopique, 
couplée à l’analyse PRM permet d’obtenir une quantification absolue aussi exacte et 
précise qu’en SRM. Les résultats de quantification obtenus présentent une 
excellente corrélation avec ceux obtenus par analyse SRM, sur l’ensemble de la 
gamme dynamique testée (voir paragraphe III.3.2.5. ). L’utilisation du mode 
séquentiel (voir paragraphe I.2.4.2 ) pour le suivi des peptides a été choisi afin 
d’augmenter la sensibilité de l’analyse. Il apparait clairement, a posteriori, que ce 
choix n’a pas été judicieux. Dans le cas de notre étude, le mode multiplexe 2 
permettrait de diminuer les temps de cycles en dessous de 2 secondes. Ce mode 
consiste à accumuler 2 ions de m/z différents, puis à les fragmenter et les analyser 
simultanément dans l’Orbitrap. Ainsi les versions lourdes et légères du peptide 
pourraient être co-isolées, permettant de diminuer le temps de cycle, au risque 
cependant de diminuer notre sensibilité d’analyse. Un travail sur les conditions 
chromatographiques pourrait également permettre de diminuer les fenêtres de scan, 
tel que réalisé pour les analyses SRM (voir paragraphe III.2.3. ), et donc de rester 
en mode séquentiel. Selon une étude menée par Gallien et al., 770 peptides ont été 
suivis en une seule analyse LC-MS de 60 min avec un degré de multiplexage 10, en 
conservant un temps de cycle inférieur à 2 secondes (Gallien et al., 2012a). Ces 
capacités de multiplexage sont nettement supérieures à celles pouvant être 
obtenues en SRM. D’après les résultats obtenus précédemment (voir paragraphe 
III.2.2), les développements effectués en analyse SRM permettent de scanner 
jusqu’à 900 transitions durant un gradient de 30 min. Notre étude a montré que la 
précision de mesure conférée par les standards protéiques permet de n’utiliser qu’un 
seul peptide pour la quantification d’une protéine. Ainsi, 20 % des enzymes d’E. coli 
peuvent potentiellement être quantifiées en une analyse de 30 min (voir paragraphe 
III.2.2). En suivant le même raisonnement, avec la capacité de multiplexage montré 
par Gallien et al., l’analyse PRM pourrait permettre de quantifier de manière absolue 
45 % des enzymes chez E. coli en une analyse de 60 minutes. Bien entendu, ce 
raisonnement est purement théorique, et aucune information sur la sensibilité de 
l’analyse avec un tel degré de multiplexage n’est disponible. La gamme dynamique 
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est également un paramètre à prendre en compte, puisque intrinsèquement, les 
capacités d’un Orbitap sont moindres que celles d’une trappe linéaire. En théorie, 
l’instrument Q-Exactive présente une gamme dynamique suffisante pour quantifier 
l’ensemble des protéines de E. coli sans avoir à faire d’étape de préfractionnement. 
Par manque de temps, ces hypothèses n’ont pas pu être vérifiées. 
 
La PRM a été une piste choisie pour augmenter la rapidité et le multiplexage 
de l’analyse et s’avère intéressante, si un travail d’optimisation des paramètres est 
effectué. Néanmoins, qu’il s’agisse de la SRM sur un triple quadripôle, ou de la PRM 
sur un Q-Exactive, ces analyses sont ciblées et ne permettent de suivre qu’un 
nombre limité de peptides, qui doivent être au préalable définis. Des stratégies ne 
nécessitant ni la détection ni la connaissance du précurseur, pour déclencher 
l’acquisition des ions fragments, peuvent être une alternative à la limite de 
multiplexage. Ces stratégies fonctionnent selon un mode « data independant 
acquisition » (DIA). Ce mode consiste à enregistrer l’ensemble des ions et des 
fragments sur une fenêtre de m/z définie. Un ensemble de fenêtres sont scannées 
pour couvrir une gamme de m/z choisie (400-1200 par exemple), puis un nouveau 
cycle recommence. Les ions sont extraits en fonction de leurs m/z et de leurs temps 
de rétention. Plusieurs méthodes ont été développées sur différents instruments et 
par différents constructeurs comme par exemple, la MSE sur l’instrument SynaptTM 
(QqTOF Waters) (Silva et al., 2006), l’AIF (All Ions Fragmentation) sur l’instrument 
ExactiveTM (Orbitrap Thermo) (Geiger et al., 2010) ou plus récemment le SWATH-MS 
sur l’instrument TripleTof5600TM (QqTof ABSciex) (Gillet et al., 2012). Globalement, 
les performances de ces méthodes sont dépendantes de la fenêtre m/z choisie. La 
MSE et l’AIF enregistrent les spectres de fragmentation sur une fenêtre de m/z 800 
(400-1200), ce qui limite la spécificité de l’analyse. Pour réduire le nombre de 
précurseurs fragmentés dans une même fenêtre, le SWATH-MS enregistre 
successivement les ions fragmentés sur 32 fenêtres de 25 m/z, aboutissant à un 
cycle de 3.2 secondes. La spécificité conférée par cette analyse permet une 
extraction informatique ciblée des fragments et précurseurs souhaités. Ceci n’est pas 
possible avec les méthodes précédentes de DIA (à cause de fenêtres m/z trop 
élevée). Une étude menée par Gillet et al., sur le SWATH-MS, a montré un degré de 
spécificité équivalent aux approches SRM et une sensibilité seulement 10 fois 
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inférieure à la SRM. La gamme dynamique intra scan a été estimée à 4 ordres de 
grandeur (Gillet et al., 2012). Surtout l’analyse en SWATH-MS permet d’obtenir 
l’ensemble des spectres de fragmentation de l’ensemble des peptides présents et 
détectables dans l’échantillon. Ceci est très intéressant pour le multiplexage, puisque 
l’ensemble des protéines est potentiellement quantifiable en une seule analyse. De 
plus les analyses permettent de quantifier une protéine dont l’intérêt biologique 
n’aurait pas été anticipé avant analyse, comme décrit pour les protéines 
mitochondriales de la levure Saccharomyces cerevisiae après un shift diauxic 
(utilisation de l’éthanol après avoir épuisé le glucose) (Gillet et al., 2012). En 
contrepartie, l’analyse SWATH-MS nécessite la création de bases de données 
spécifiques et des traitements informatiques importants. 
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IV. Conclusion générale 
 
 
Les travaux de thèse présentés dans ce manuscrit sont le fruit d’un partenariat 
entre l’industriel METabolic EXplorer (http://www.metabolic-explorer.com/), et le 
laboratoire académique EDyP (http://www.edyp.fr/). METabolic Explorer est une 
entreprise de chimie biologique, pour laquelle les outils de modélisation des flux 
métaboliques sont primordiaux dans l’ingénierie de souches bactériennes d’intérêt 
(voir paragraphe I.1.6. ). EDyP est un laboratoire spécialisé dans l’analyse 
protéomique par MS. L’objectif de ces travaux de thèse a consisté à développer une 
méthode de quantification absolue (basée sur l’utilisation de la MS) de protéines du 
métabolisme central chez la bactérie E. coli, pour l’implémentation de modèles 
prédictifs des flux métaboliques (voir paragraphe II. ). Pour cela, notre choix s’est 
tourné vers une stratégie de dilution isotopique, suivie d’une analyse ciblée par SRM. 
Le but était de pouvoir utiliser cette technique « en routine », ce qui implique une 
analyse simple, rapide, avec des standards disponibles en quantité suffisante et à 
des prix raisonnables (voir paragraphe II. ). Pour concilier l’exactitude de 
quantification et la limitation des coûts engendrés, le choix s’est porté vers l’utilisation 
de standards protéiques alourdis à l’isotope 15N (voir paragraphe I.2.3.2.4.4. & 
I.2.3.2.4.5.). La production et la purification ont été optimisées afin de produire de 
manière simple, rapide et à moindre coût des standards protéiques, correspondant 
aux protéines endogènes d’intérêt (voir paragraphe III.1. ). La rapidité d’analyse 
repose également sur la capacité de multiplexage lors de l’analyse SRM, c'est-à-dire 
la quantification d’un nombre important de protéines au cours d’une seule analyse. 
Le mode « scheduled » SRM permet une analyse MS spécifique, sensible et 
multiplexe, mais nécessite en contrepartie une optimisation des conditions 
chromatographiques, un travail sur le choix des peptides et des transitions à suivre 
(voir paragraphe I.2.4.1.2.1. ). Ce travail d’optimisation a été réalisé, et a permis la 
quantification absolue de 22 protéines, en suivant 720 transitions, au cours d’une 
seule analyse de 30 minutes (voir paragraphe III.2. ).  
L’innovation de ce travail, quant à elle, réside dans la stratégie analytique 
mise en place afin de quantifier de manière absolue, simple, rapide et multiplexe, 
plusieurs dizaines de protéines du métabolisme central chez la bactérie E. coli. A 
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l’heure actuelle, aucun travail ne décrit un tel degré de multiplexage, par l’utilisation 
de standards protéiques et d’analyse SRM. Aussi, le travail présenté permet de 
mettre en place une quantification « en routine » des enzymes bactériennes, afin 
d’améliorer les modèles de prédiction des flux dans l’industrie, ce qui était le but 
principale de ce sujet (voir paragraphe II. ). L’utilisation des données pour le calcul 
de l’activité réelle d’un enzyme représente également une innovation importante 
(voir paragraphe II.2.2 ). 
 
 Il est important à la fin d’un projet de 3 années, de dresser le bilan des choix 
effectués (1) et des aboutissants du projet (2). Il est également indispensable 
d’évaluer ce qu’il a apporté scientifiquement, et d’en étudier les perspectives (3).  
 (1) Le choix des standards a été judicieux compte tenu de la nécessité de données 
exactes et précises pour notre sujet d’étude (requête de METEX). Cette conviction a 
été renforcée avec les résultats obtenus en utilisant des standards peptidiques, qui 
ont montré une exactitude et une précision de mesure parfois biaisées (voir 
paragraphe III.2.3. ). De plus, les résultats obtenus avec nos standards protéiques 
ont montré la possibilité de n’utiliser qu’un seul peptide par protéine, ce qui permet 
potentiellement d’augmenter de manière significative le nombre de protéines 
quantifiées au cours d’une seule analyse SRM (voir paragraphe III.2.3. ). 
Probablement le même choix serait effectué aujourd’hui, compte tenu de la nécessité 
d’exactitude des résultats et de multiplexage. Concernant l’instrumentation, le choix 
de l’analyse SRM a été judicieux, puisqu’il s’agit de la méthode de référence pour les 
études de quantification absolue et ciblées par MS. Le mode PRM pourrait être un 
compromis entre sensibilité et multiplexage. Ma vision des performances de cette 
méthode est partielle, car les investigations n’ont pas pu être poussées, par manque 
de temps (voir paragraphe III.3. ). Néanmoins, les données premières quantitatives 
obtenues montrent des résultats aussi exacts et précis que la SRM. De plus, le degré 
de liberté dans le choix des transitions est plus important. L’utilisation de la PRM 
peut donc être un choix pour l’étude des protéomes moyennement complexes et de 
faibles amplitudes, afin d’augmenter les capacités de multiplexage. Le nouvel 
instrument Orbitrap FusionTM (Thermo) est également une option intéressante. 
D’après les premières brochures disponibles, le mode « Quanfirmation » permettrait 
d’augmenter les capacités de multiplexage. En effet, ce mode utilise l’analyseur 
 
- 180 - 
 
Orbitrap pour la quantification MS à haute résolution (après sélection dans le 
quadripôle : mode SIM), permettant un gain de sensibilité (pas de pertes liées à la 
fragmentation), tandis que la confirmation de l’identité du précurseur est réalisée 
simultanément par analyse MS/MS au niveau de la trappe linéaire. Cela augmente 
donc la rapidité d’analyse et donc la capacité de multiplexage (http://apps 
.thermoscientific.com/). La gamme dynamique de ce nouvel instrument est estimée à 
5.103, et reste donc moins importante que celle d’un instrument type triple 
quadripôle. 
Le traitement des résultats est réellement le paramètre critique de ces travaux. Ce 
traitement a été effectué manuellement, ou de manière semi automatique avec le 
logiciel Skyline (MacLean et al., 2010). Si j’amorçais ce sujet aujourd’hui, ma 
première étape serait de mettre en place une méthode d’automatisation informatique 
du traitement des données. Une utilisation du protocole proposé par Surinova et al. 
(Surinova et al., 2013) peut être une solution à tester (voir paragraphe III.2.3. ) 
(2) Initialement, l’équipe bioinformatique de METabolicEXplorer avait pour 
objectif d’implémenter les quantités absolues des enzymes dans des modèles 
prédictifs des flux métaboliques. Les contraintes de temps n’ont pas permis de 
réaliser ce travail durant la thèse. Nous avons néanmoins tiré parti de ces données. 
En effet, une collaboration avec une équipe de l’INRIA a montré l’importance de la 
quantification absolue des protéines pour le calcul de l’activité enzymatique réelle. 
Aucun travail ne décrit ce type d’approche à l’heure actuelle.  
(3) Les perspectives qui s’ouvrent suite à ce projet sont extrêmement 
encourageantes, puisque la méthodologie développée durant le travail de thèse va 
être utilisée dans le cadre d’un projet national, regroupant 7 partenaires, dont le 
laboratoire EDyP, METEX et l’INRIA. Ce projet, nommé Reset « Arrest an restart of 
the gene expression in machinery of bacteria » (https://project.inria.fr/reset/fr/) est 
financé par l’agence National pour la Recherche (dans le cadre d’un projet grand 
emprunt). Son objectif vise à étudier la machinerie d’expression génique bactérienne, 
à l’aide de modèles et d’expériences, et à développer des applications 
biotechnologiques basées sur le contrôle de la machinerie d’expression génique. 
Parmi les données « omics » expérimentales nécessaires, les données de 
protéomique quantitative seront obtenues en utilisant la stratégie analytique 
développée durant ma thèse. 
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V. Matériel et méthode 
 
V.1. Matériel 
 
Les oligonucléotides sont achetés chez Sigma. Les cellules E. coli BL21-
(DE3) et DH5α sont obtenues auprès de New England Biolabs (Ipsswich, MA, USA). 
Les enzymes de restrictions FastDigest® EcoRI, HindIII, SapI, XhoI ainsi que les 
peptides standards AQUATM sont achetés chez Thermo Fisher Scientific (Waltham, 
MA, USA). Les vecteurs d’expression pPAL7 ainsi que les colonnes Profinity eXactTM 
sont obtenus auprès de Biorad (Hercules, CA, USA). Les kits NucleospinTM Plasmid 
et Extract II sont achetés chez Macherey Nagel (Duren, Germany). Les milieux Luria-
Bertani (LB) proviennent de chez Invitrogen (Carlsbad, CA, USA). L’ammonium 
sulfate isotopiquement alourdi 15N est acheté chez Eurisotop (Saint-Aubin, France). 
Les enzymes trypsine et lysC sont fournis par Promega (Madison, WI, USA). Les 
gels SDS-NuPAGE Novex Bis-Tris 4-12 % sont achetés chez Invitrogen (Carlsbad, 
CA, USA). L’Albumine de Sérum Bovin (BSA) est obtenue auprès du NIST (NIST, 
Gaithersburg, MD, USA). Les colonnes Sep-Pack C18 1cc Vac cartridge sont 
achetées chez Waters (Milford, MA, USA). 
 
V.2. Construction et validation des souches d’expre ssion des 
standards 
 
Les gènes codant pour les protéines d’intérêts sont amplifiés par PCR 
(Polymerase Chain Reaction) à partir de l’ADN génomique d’une souche E. coli 
MG1655 (Hayashi et al., 2006), en utilisant les oligonucléotides « forward » et 
« reverse » construits à l’aide du logiciel GeneiousTM (v 6.1.4) (Annexe 1 ). Les 
fragments d’amplification sont purifiés avec le kit NucleospinTM Extract II (Macherey 
Nagel) selon le protocole fournisseur et digérés par les enzymes de restriction 
indiquées en annexe (Annexe 1 ). Les inserts subissent une étape de ligation dans le 
vecteur pPAL7 préalablement digéré par les mêmes enzymes de restriction. Le 
vecteur pPLA7 présente une résistance à l’ampicilline (Amp) et code pour une 
étiquette de purification Profinity eXact tagTM comme décrit dans la notice du 
fournisseur (http://www.bio-rad.com/webroot/web/pdf/lsr/literature/10011260.pdf). 
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Les cellules compétentes DH5α sont transformées par choc thermique (30 secondes 
à 42 °C) avec le plasmide ainsi obtenu, et incubées durant la nuit (overnight : OVN) 
sur milieu Luria Bertani (LB) agar contenant l’antibiotique Amp à une concentration 
de 100 µg/ml. Lorsque des colonies se sont développées sur le milieu LB-agar, un 
milieu LB liquide est inoculé avec chaque clone sélectionné et incubé à 37 °C OVN. 
Les plasmides de chaque clone sont purifiés à l’aide du kit NucleospinTM plasmid 
(Macherey Nagel) selon le protocole fournisseur. La présence des fragments est 
contrôlée par une double digestion suivie d’une électrophorèse sur gel agarose 0.8 
%, avant d’envoyer le plasmide en séquençage (GATC biotech, Konstanz, 
Germany ; http://www.gatc-biotech.com/fr/). Les plasmides validés sont alors utilisés 
pour transformer des bactéries compétentes E .coli BL21-(DE3) par choc thermique. 
Les bactéries E. coli BL21-(DE3) sont sélectionnées de la même façon que décrit 
précédemment pour les bactéries E. coli DH5α. La présence de l’insert est vérifiée 
par une double digestion suivie d’une électrophorèse sur gel agarose 0.8 %. Les 
souches sélectionnées sont conservées à - 80 °C dans du milieu LB contenant 20 % 
de glycérol. La liste des clones obtenus est récapitulée en annexe (Annexe 1 ). 
 
V.3. Production, purification et qualification des standards 
protéiques isotopiquement alourdis 15N 
 
V.3.1. Milieux de culture 
 
Trois milieux minimum ont été utilisés, les milieux MML8, MML10_30mM et 
MML10_15mM, dont la composition est décrite ci-dessous (Tableau 9 ). Après 
stérilisation des milieux à l’autoclave (20 min 120 °C), ces derniers sont 
complémentés avec de la thiamine, du FeSO4 et du glucose, aux concentrations 
respectives 10 mg/l, 40 mg/l et 5 g/l. L’unique source d’azote pour les milieux 
MML10_15mM et MML10_30mM est apportée par du (NH4)2SO4 à une concentration 
respective de 7.5 mM et 15 mM.  
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Tableau 9 : Compositions des milieux minimums utili sés . Chaque milieu est 
complémenté en thiamine, FeSO4 et glucose après autoclave, aux concentrations respectives 10 mg/l, 
40 mg/l et 5 g/l. 
 
V.3.2. Conditions de culture 
 
Du milieu minimum (généralement 10 ml) contenant 10 % de milieu LB est 
inoculé avec la souche d’intérêt E. coli BL21-(DE3) codant pour la protéine d’intérêt, 
puis incubé OVN à 37 °C, avec une agitation de 200 rotations par minute (rpm). 
Cette pré-culture est utilisée pour inoculer du milieu minimum (généralement 100 ml 
dans une fiole de 500 ml). Le volume de pré-culture ajouté est calculé de manière à 
obtenir une DO600 initiale de 0.2, par la formule suivant : 
 
VP = (VC * DOC) / (DOP – DOC) 
 
VP : volume de pré-culture à ajouter 
VC : volume de culture (100 ml dans notre étude) 
DOP : DO600 mesurée de la pré-culture 
DOC : DO600 initiale souhaitée pour la culture 
 
Milieu MML8 Milieu MML10_30mM Milieu MML10_15mM
(NH4)2SO4 (mM) 37.9 15 7.5
K2HPO4 (mM) 46 32 32
KH2PO4 (mM) 31 31
NaHPO4 (mM) 14.1 14.1 14.1
(NH4)2HPO4 (mM) 60.6
NH4Cl (mM) 2.4
MgSO4 (mM) 4.1 4.1 4.1
CaCl2 (mM) 0.3 0.3 0.3
ZnSO4 (µM) 14 14 14
CuCl2 (µM) 12 12 12
MnSO4 (µM) 118 118 118
CoCl2 (µM) 34 34 34
H3BO3 (µM) 16 16 16
NaMoO4 (µM) 2 2 2
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Le suivi de croissance est réalisé par mesure de DO600. L’expression des protéines 
est induite lorsque la DO600 est comprise entre 0.8 et 1, par ajout d’IPTG à une 
concentration finale de 1 mM. Les cultures sont stoppées en fin de phase 
exponentielle, à DO600 ~ 4, par centrifugation à 4 °C. Après centrifugation 5 min à 
8000 g, les surnageants sont éliminés, et les cultures lavés dans le même volume de 
PBS froid (Phosphate Buffered Saline). Les culots sont repris dans du tampon 
potassium phosphate 100 mM pH 7.6, puis les bactéries lysées par ultrasons (8 
cycles de 30 secondes à 80 watts), en maintenant les échantillons dans la glace. Les 
lysats sont centrifugés 10 min à 12 000 g à 4 °C. Le surnageant est filtré sur filtre 22 
µm (MilliPore). 
 
V.3.3. Purification des standards 
 
Les standards protéiques isotopiquement alourdis 15N sont purifiés sur 
colonnes Profinity eXact 5 ml (Biorad), suivant le protocole fournisseur 
(http://www.bio-rad.com/webroot/web/pdf/lsr/literature/10011260.pdf).  
Les purifications sont réalisées sur chaîne HPLC (AKTA® Amersham ou BioLogic 
DuoFlow® Biorad). Le temps d’incubation dans le fluoride de sodium (NaF) est 
généralement de 2 heures à température ambiante (TA). Ce temps peut être 
augmenté lorsque des difficultés de clivage de l’étiquette sont rencontrées (12 
heures à 4 °C). Après élution, les protéines sont immédiatement dialysées contre du 
tampon 25 mM ammonium bicarbonate (AB) et conservées sous forme lyophilisée et 
dans du tampon 25 mM AB 10 % glycérol. Les protéines sont aliquotées et stockées 
à - 80 °C. Pour chaque standard 15N, sa version légère à également été produite et 
purifiée. 
 
V.3.4. Contrôle du taux d’incorporation de l’isotop e 15N 
 
Le taux d’incorporation est évalué par la méthode des moindres carrés. 
Comme décrit précédemment (voir paragraphe III.1.2.4.1. ), cette méthode consiste 
à comparer les spectres théoriques aux spectres expérimentaux obtenus pour un 
peptide donné. Ces spectres théoriques sont obtenus en utilisant le logiciel IsoPro® 
(https://sites.google.com/site/isoproms/home). Les spectres expérimentaux sont 
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obtenus par une analyse MS et MS/MS sur l’instrument QTRAP4000 (ABSciex, Les 
Ulis, France) (voir paragraphe V.5.2. ) Pour chaque protéine, le taux d’incorporation 
est estimé pour 3 peptides au minimum, afin d’estimer le taux d’incorporation de la 
protéine.  
 
V.3.5. Titration des standards par AAA-MS 
 
Les standards sont dosés par méthode AAA-MS (Louwagie et al., 2012). Cette 
analyse consiste en une hydrolyse acide des protéines, assistée par micro-onde, 
préalablement mélangées avec une protéine étalon (non marquée) obtenues auprès 
du NIST (voir paragraphe III.1.2.4.2. ). Pour cela, environ 1 µg de protéine 15N 
(préalablement dosée par absorbance UV280) est mixé avec une quantité 
parfaitement connue (1 µg) de BSA obtenue auprès du NIST. Une hydrolyse acide, 
assistée par micro-ondes, est réalisée en utilisant l’hydrolyseur Discover (CEM, 
Matthews, NC, USA). Les échantillons sont préparés en quadruplât technique. 
Après hydrolyse, les échantillons sont séchés au SpeedVac puis re-solubilisés dans 
20 µl de solvant 50 % acétonitrile (ACN) 0.1 % acide formique (FA). Les échantillons 
sont injectés à l’aide de l’auto-sampler d’une chaîne HPLC Ultimate 3000 (Dionex, 
Voisins Le Bretonneux, France), directement sur une nano-source d’un appareil 
LTQ-Orbitrap-XL™ (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA), à un débit de 6 
µl/min. L’instrument est configuré avec une résolution 60 000 (à m/z 400). Une 
analyse MS est réalisée sur une gamme m/z allant de 50 à 400. L’instrument est 
piloté avec le logiciel XcaliburTM (version 2.0.7. SP1). Les spectres MS obtenus sont 
sommés sur 2.5 min. Pour chaque acide aminé, le ratio est évalué entre la version 
lourde (issue du standard protéique) et légère (issue de la BSA du NIST). Le ratio 
des signaux de 5 acides aminés sont utilisés pour déterminer la concentration du 
standard protéique 15N, à savoir  alanine, leucine/isoleucine, phénylalanine, proline et 
valine (Supplemental data 5 ). Pour plus de détails, voir l’étude décrite par Louwagie 
et al. (Louwagie et al., 2012). 
 
V.4. Conditions de digestions trypsique et dessalag e 
 
 Les conditions de digestions appliquées sont les mêmes, qu’il s’agisse des 
lysats totaux ou d’une protéine purifiée (standard protéique en vue d’une analyse 
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MS/MS). Le mélange protéique ou la protéine sont repris dans une solution 8 M urée 
50 mM AB, réduits 30 min à température ambiante dans 10 mM dithiothreitol (DTT), 
alkylés 45 min à température ambiante dans 100 mM iodoacétamide (IAA). Les 
échantillons sont dilués avec une solution 25 mM AB jusqu’à atteindre une 
concentration finale 2 M en urée. Une digestion par la lysC en rapport 1/100 (w/w) 
est alors réalisée 2 heures à 37 °C. Les échantillons sont à nouveau dilués jusqu’à 
atteindre une concentration finale 0.5 M urée, avant de subir une digestion par la 
trypsine 2 heures à 37 °C à un ratio 1/20 (w/w). La solution peptidique est alors 
dessalée sur cartouches Sep-Pack tC18 1cc selon le protocole fournisseur (Waters). 
 
V.5. Conditions d’analyses LC - MS 
 
V.5.1. Les solvants 
 
 Le solvant A est constitué de 2 % ACN, 97.9 % H2O milliQ (Millipore) et 0.1 % 
FA. Le solvant B est constitué de 80 % ACN, 19.9 % H2O milliQ et 0.1 % FA. 
  
V.5.2. Analyses MS/MS et SRM sur instrument QTRAP40 00 
  
Les analyses sont réalisées sur un instrument hybride quadripôle / trappe 
ionique (4000 QTRAP; ABSciex, Les Ulis, France), piloté à l’aide du logiciel 
AnalystTM (version 1.5.1). L’appareil est configuré avec une source electrospray turbo 
V, couplée à un système HPLC Ultimate 3000 (Dionex, Voisins Le Bretonneux, 
France) configuré en mode micro-LC. La séparation chromatographique est réalisée 
avec une colonne Kinetex™  XB-C18, 150 x 2.1 mm, 2.6 µm, 100 Å (Phenomenex, 
Torrance, CA 90501). Les peptides sont séparés par un gradient linéaire de 4 à 45 % 
de solvant B appliqué sur 30 min, à un débit constant de 50 µl/min. Ce gradient est 
suivi d’une étape de lavage (5 min avec 90 % solvant B), puis d’équilibration (19 min 
avec 4 % solvant B). Les échantillons sont repris dans du solvant A. 
Les acquisitions sont réalisées en mode positif avec les paramètres suivant : Ion 
spray voltage : 5500 V, Curtain gas : 15, Interface heater temperature : 350 °C, 
Collission exit : 27 V, Entrance potential : 12 V, Declustering potential : 50 V. 
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Pour les analyses MS/MS, les peptides sont analysés en mode « Information 
Dependant Acquisition » (IDA), les ions précurseurs sont scannés sur une gamme 
m/z allant de 400 à 1400. Les spectres des ions fragments sont scannés à une 
vitesse de 4000 amu/s, en utilisant un temps de remplissage dynamique, afin 
d’optimiser les analyses MS/MS. Les exactitudes de mesure pour les ions 
précurseurs et fragments sont fixées respectivement à 1.2 et 0.6 Da. 
Pour les analyses SRM, les énergies de collision (CE) sont calculées selon les 
équations fournisseur :   
CE (volts) = 0.044 x m/z + 4 ; pour les peptides di-chargés 
CE (volts) = 0.05 x m/z + 5 ; pour les peptides tri-chargés 
Le spectromètre opère en mode SRM durant les phases de construction et validation 
des listes de transitions, avec un dwell time fixé à 20 ms et un nombre maximum de 
transitions fixé à 100. Après validation des méthodes, l’instrument est utilisé en mode 
scheduled SRM (scSRM) (voir paragraphe I.2.4.1.2.1. ), avec des fenêtres de scan 
fixées à  60 s, et un temps de cycle fixé à 2.5 s.  
  
V.5.3. Analyses MS/MS et PRM sur Q-Exactive 
 
Les analyses sont réalisées sur un instrument Q-Exactive (Thermo scientific, 
Bremen, Allemagne), piloté avec le logiciel Xcalibur (version 2.2.0.48). L’appareil est 
configuré avec une source nano-electrospray. Pour l’ionisation, le spray voltage est 
fixé à 1400 V et la température du capillaire à 240 °C. Le Q-Exactive est couplé à un 
système UPLC Ultimate 3000 RS configuré en mode nano-LC (Dionex, Voisins le 
Bretonneux, France). Les échantillons sont repris dans du solvant A, puis injectés et 
chargés sur pré-colonne Pepmap C18 5 mm x 300 µm. La séparation 
chromatographique est réalisée sur une colonne Acclaim PepMap RSLC C18, 150 x 
75 µm, 3 µm, 100 Å (Dionex).  Les peptides sont séparés par un gradient linéaire de 
4 à 35 % de solvant B appliqué sur 30 min, à un débit constant de 300 nl/min. Ce 
gradient est suivi d’une étape de lavage (5 min avec 90 % solvant B), puis 
d’équilibration (19 min avec 4 % solvant B).  
Analyses MS/MS : Une analyse « survey ful scan MS » (400-1600) est 
effectuée à une résolution de 70 000 (à m/z 200). Le paramètre AGC (Automated 
Gain Control) est fixé à 1.106, avec un temps de remplissage maximum fixé à 200 
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ms. Les 10 ions les plus intenses sont fragmentés. Ces ions fragments sont analysés 
à une résolution à 17 500 (à m/z 200), le paramètre AGC est fixé à 1.105, avec un 
temps de remplissage maximum de 50 ms. La fenêtre d’isolation est fixée à 1.6 m/z. 
L’énergie de collision normalisée (nCE) est fixée à 30, les spectres MS/MS sont 
scannés à partir d’une masse m/z 100. 
Analyses en mode PRM : L’instrument est configuré pour scanner à une 
résolution à 17 500 (à m/z 200), le paramètre AGC est fixé à 1.105, avec un temps de 
remplissage de 50 ms. L’instrument fonctionne en mode séquentiel (degré de 
multiplexage 1) et la fenêtre d’isolation est fixée à 1.6 m/z. L’énergie de collision 
normalisée (nCE) est fixée à 30, les spectres MS/MS sont scannés à partir d’une 
masse m/z 100. L’analyse PRM est réalisée en mode scheduled PRM (scPRM), 
avec des fenêtres de scan de 3 min. La liste d’inclusion utilisée est présentée en 
annexe (Annexe 5 ). 
 
V.5.4. Analyse « top-down » 
 
Les protéines sont reprises à une concentration de 1 µM dans du solvant 50 % ACN 
0.1 % FA. Les échantillons sont injectés à l’aide de l’auto-sampler d’une chaîne 
HPLC Ultimate 3000 (Dionex), directement sur la nano-source d’un appareil LTQ-
Orbitrap-XL™ (Thermo Fisher Scientific), à un débit de 1 µl/min durant 25 min. 
L’instrument est paramétré avec une résolution de 100 000 (à m/z 400). Une analyse 
MS est réalisée sur une gamme m/z allant de 600 à 2000. Le spectre final considéré 
correspond à la somme des spectres cumulés sur 2 min. Une déconvolution est 
réalisées à l’aide du logiciel XtractTM, pour obtenir le spectre MS de la protéine 
analysée. 
 
V.6. Construction des méthodes SRM et des listes d’ inclusion PRM 
 
V.6.1. Méthode SRM 
 
Vingt deux protéines impliquées dans les voies du métabolisme central ont été 
choisies. Pour chacune de ces cibles, la version légère et le standard protéique 
isotopiquement alourdi 15N ont été produits et purifiés. Chaque protéine est réduite et 
alkylée selon le protocole décrit précédemment. Une analyse MS/MS est alors 
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réalisée sur le spectromètre de masse QTRAP4000. La liste de pics (.mgf) est 
générée par le logiciel AnalystTM (version 1.5.1). Les spectres MS/MS sont assignés 
à une séquence peptidique par recherche dans une banque de données, en utilisant 
le moteur de recherche Mascot (version 2.4). Une banque de donnée « home-
made » Ecoli_K12 est utilisée (12 548 séquences), construite à partir de UniprotKB 
(http://www.uniprot.org, release July 28, 2011) pour identifier les protéines avec une 
taxonomie E. coli 83333 (souche K12). (http://ebi3.uniprot.org/uniprot/?query= 
taxonomy %3a83333&format=*). 
Les fichiers Mascot (.dat) ainsi générés sont utilisés pour construire des librairies de 
spectres dans le logiciel Skyline (version 1.4.0.4421). Les listes de transitions pour 
les peptides lourds et légers de chaque protéine sont alors générées de façon 
automatisée à l’aide du logiciel Skyline. Les peptides protéotypiques sont 
sélectionnés, et l’unicité de séquence confirmée par alignement de séquence 
(BLASTP). En considérant les travaux de Jaquinod et al., les peptides à cystéines 
n’ont pas été éliminés, au contraire les peptides à méthionines ont été exclus de la 
liste (Jaquinod et al., 2012). Le temps de rétention des peptides a également été un 
critère dans leur choix, afin de les répartir de manière homogène, tout au long du 
gradient chromatographique. Au final, 3 peptides et 3 transitions par peptide ont été 
sélectionnés. Les choix des ions fragments sont basés sur leurs intensités dans les 
spectres MS/MS. Finalement, la validation des transitions a été effectuée en vérifiant 
que les temps de rétention sont les mêmes pour les versions lourdes et légères des 
peptides. La liste des transitions peut être téléchargée sur la base de données 
Peptide Atlas (http://www.peptideatlas.org/PASS/PASS00272). 
 
V.6.2. Liste d’inclusion PRM 
 
Le 22 protéines (versions lourdes et légères) réduites et alkylées sont injectées sur 
colonne chromatographique couplée à l’instrument Q-Exactive pour analyse MS/MS. 
Les listes de pics (.mgf) sont générées avec le logiciel Mascot Daemon (version 
2.3.2). Les spectres sont assignés en utilisant Mascot (version 2.4) et la banque de 
données Ecoli_K12, tel que décrit ci-dessus. Les fichiers Mascot (.dat) ainsi générés 
sont utilisés pour construire des librairies de spectres dans le logiciel Skyline (version 
1.4.0.4421). Les listes d’inclusions des peptides lourds et légers de chaque protéine 
 
- 190 - 
 
sont alors générées de façon automatisée. Les peptides protéotypiques sont 
sélectionnés, et l’unicité vérifiée tel que décrit précédemment (voir paragraphe 
V.6.1.), les peptides à cystéine sont conservés et ceux à méthionine éliminés. 3 
peptides ont été sélectionnés pour chaque protéine (version légère et lourde). 
Finalement, la validation des peptides a été effectuée en vérifiant que les temps de 
rétention sont les mêmes pour les versions lourdes et légères des peptides. La liste 
d’inclusion est disponible en annexe (Annexe 5 ). 
 
V.7. Traitement des données issues du spectromètre de masse 
 
V.7.1. Données SRM 
 
Les fichiers bruts (.wiff) ont été traités à l’aide du logiciel MultiQuantTM (version 
1.2) (ABSCIEX). Toutes les données ont été inspectées manuellement, afin de 
s’assurer de la détection et de l’intégration correcte des transitions. Les ratios des 
transitions lourdes / légères ont été calculés. Le ratio des peptides a été calculé en 
moyennant ceux de ses transitions. Les ratios obtenus pour les différents peptides 
protéotypiques d’une protéine ont été moyennés pour obtenir le ratio standards 
protéique 15N / protéine légère. La quantité absolue de protéine légère (L) a été 
obtenue en divisant la quantité de standard 15N ajouté (H) par le ratio obtenu (R) (L = 
H / R). Les analyses ont été effectuées en triplicats techniques et biologiques. Les 
déviations standards et les CVs ont été calculés au niveau peptidique et protéique 
(Supplemental data 8 ). Les résultats sont exprimés en nombre de copies par 
cellule. Le nombre de cellules a été calculé à partir de la mesure de DO600, en 
intégrant le volume cytosolique des cellules, calculé à partir de leur taux de 
croissance (µ) (Supplemental data 3 ). 
 
V.7.2. Données PRM 
 
Les fichiers but (.raw) ont été traités à l’aide du logiciel Skyline (version 
1.4.0.4421). Les spectres ont été inspectés manuellement, afin de s’assurer de la 
détection et de l’intégration correcte des transitions. Les ratios des aires des peptides 
légers / lourds ont été calculés automatiquement par le logiciel Skyline. L’aire d’un 
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peptide est calculée par ce logiciel en additionnant les intensités d’aire de chacune 
des transitions.  
Les ratios obtenus pour les différents peptides protéotypiques d’une protéine ont été 
moyennés manuellement pour obtenir le ratio protéine légère / standard protéique 
15N. Les analyses ont été effectuées en triplicats techniques et biologiques. Les 
déviations standards et les CVs ont été calculés au niveau peptidique et protéique 
(Annexe 7 ). La quantité absolue de protéine légère est alors obtenue en multipliant 
le ratio par la quantité de standard 15N introduit dans l’échantillon. Les résultats sont 
exprimés en nombre de copies par cellule de la même manière qu’expliqué 
précédemment (Supplemental data 3 ). 
 
V.8. Description et conditions de culture des souch es d’intérêt 
V.8.1. Description des souches 
 
Les souches analysées sont les souches MG1655, NA23 et NA176. Ces 
souches NA23 et NA176 ont été construites dans le cadre de travaux de thèse C. 
Auriol (Compréhension globale de l’évolution in vivo d’Escherichia coli lors de 
cultures sous contraintes de rapports NADPH / NADP+ artificiellement élevés) (Auriol 
et al., 2011). La souche NA23 est issue d’une souche MG1655 sur laquelle 4 gènes 
ont subit une délétion : pgi (Phosphoglucose isomerase), udhA (Soluble 
transhydrogenase), edd (Entner-Doudoroff dehydratase) et qor (Quinone 
oxidoreductase) (Figure 34 ). Ces mutations aboutissent d’une part à une 
augmentation de la production de NADPH (les mutations pgi et edd obligent à 
métaboliser le glucose via la voie des pentoses phosphates donc production accrue 
de NADPH) et d’autre part à une inactivation des voies principales de réoxydation du 
NADPH (délétions udhA et qor). Au final le rapport NADPH / NADP est fortement 
augmenté dans la cellule. La souche NA176 correspond à une souche NA23 
évoluée, ayant mis en place des voies d’adaptation pour diminuer ce rapport NADPH 
/ NADP. 
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V.8.2. Conditions de culture 
 
Les souches MG1655, NA23 et NA176 ont été cultivées dans du milieu 
minimum MML8 contenant 5 g/L de glucose. (voir paragraphe V.3.1. ). La culture est 
stoppée en fin de croissance exponentielle, par centrifugation 5 min 8 000 g à 4 °C. 
Le suivi croissance est réalisé par mesure de la DO600. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 34 : Représentation schématique des voies du  métabolisme central de 
la bactérie E. coli, et des gènes supprimés dans le s souches NA23 et NA176 
(D’après Auriol et al.). Les 4 gènes pgi (Phosphoglucose isomerase), udhA (Soluble 
transhydrogenase), edd (Entner-Doudoroff dehydratase) et qor (Quinone oxidoreductase), supprimés 
dans les souches NA23 et NA176 sont indiqués par des croix rouges. 
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Title: Development of an absolute and multiplexed M S-based quantification method for E. coli 
central metabolism enzymes: application to metaboli c engineering purposes. 
 
Metabolic engineering aims at designing high performance strains to produce compounds of interest. For 
this purpose and to predict metabolic fluxes, GEnome-scale Models (GEMs) are developed, integrating multi-
OMICS experimental data. Particularly, accurate enzymes amounts are crucial data to determine kinetic 
parameters but remain difficult to obtain in a multiplexed and accurate fashion. In this Ph. D work we developed a 
highly accurate and multiplexed workflow for generating quantitative proteomic data, using full length protein 
labelled standards coupled to a mass spectrometry-based technique called Selected Reaction Monitoring (SRM). 
This workflow was applied to E. coli strains: a wild-type and two other strains optimized for higher NADPH 
production. Results demonstrated that such data combined with measurements of metabolic fluxes, allow 
apprehending different levels of regulation, namely enzyme abundance and activity. In addition, accurate 
measurement of enzyme concentration is a key technology for the development of predictive kinetic models in the 
context of metabolic engineering. Finally, performances of a new technology called Parallel Reaction Monitoring 
(PRM) were explored. PRM mode, in our study case, can be an alternative to SRM, to increase again more 
multiplexing capabilities. 
 
Key words : metabolic engineering, modeling, targeted proteomic, SRM, PRM, accurate quantification, protein 
standards production. 
Titre : Développement d’une méthode de quantificati on absolue et multiplexe par MS, pour les 
enzymes du métabolisme central d’ E. coli : application à des problématiques d'ingénierie 
métabolique . 
L’ingénierie métabolique vise à développer des souches très performantes permettant de produire des 
composés d’intérêt. Pour cela, des modèles de prédiction des flux métaboliques sont développés (GEMs = 
GEnome-scale Models), intégrant des données expérimentales multi-OMICS. En particulier, l’estimation des 
quantités exactes d’enzymes est cruciale afin de déterminer les paramètres cinétiques, mais reste difficile à 
obtenir de manière multiplexe et exacte. Ces travaux de doctorat ont permis de développer une stratégie 
analytique générant des données de protéomique quantitative exactes et multiplexes, basée sur l’utilisation de 
protéines standards et d’une technique de spectrométrie de masse appellée « Selected Reaction Monitoring » 
(SRM). Cette stratégie analytique a été appliquée à une souche référence et à deux souches modifiées d’E. coli, 
produisant des quantités élevées de NADPH. Les résultats obtenus démontrent que ce type de données, 
couplées à des données de flux, permettent de distinguer différents niveaux de régulation : soit au niveau de la 
quantité d’enzyme, soit au niveau de l’activité enzymatique. De plus, la mesure exacte et multiplexe des quantités 
d’enzymes est une avancée technique majeure pour le développement de modèles prédictifs, dans le domaine de 
l’ingénierie métabolique. Finalement, les performances d’une nouvelle technique d’analyse nommée « Parallel 
Reaction Monitoring » (PRM) ont été explorées. La PRM, dans le cas de notre étude, pourrait permettre 
d’augmenter davantage le degré de multiplexage des analyses. 
Mots clés  : ingénierie métabolique, modélisation, protéomique ciblée, SRM, PRM, quantification absolue, 
production de standards protéiques. 
 
